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Durante la replicación del DNA, los intermediarios de replicación (RIs) sufren 
cambios topológicos que afectan al superenrollamiento, encadenamiento y anudamiento. 
Los nudos en el DNA tienen consecuencias deletéreas y deben ser eliminados; por ello el 
papel del anudamiento de las cromátidas hermanas in vivo en procariotas continua siendo 
un misterio. Para estudiar esos nudos inter-cromátida y tratar de identificar la enzima 
responsable de anudar las cromátidas hermanas, construimos plásmidos de Escherichia 
coli con barreras para el avance de la horquilla de replicación. La electroforesis 
bidimensional en geles de agarosa junto con la microscopía de fuerza atómica nos permitió 
confirmar la naturaleza de las moléculas identificadas como RIs anudados. En procariotas, 
la Topoisomerasa IV (Topo IV) es la encargada de desanudar el DNA. Nuestro resultados 
apuntan a un posible papel dual de la Topo IV en el anudamiento: esta enzima sería 
también la responsable de crear los nudos inter- e intra-cromátidas durante la replicación. 
Proponemos un modelo según el cual en la región ya replicada algunos de los pases de 
hebra catalizados por la Topo IV atraparían cruces de pre-encadenamiento que conducirían 
a la formación de nudos. También analizamos el desencadenamiento de las cromátidas 
hermanas por la Topoisomerasa II (Top2) en eucariotas, para dilucidar si los cambios 
topológicos en el DNA producidos durante la mitosis favorecen dicho proceso. Para ello 
estudiamos los cambios topológicos de un minicromosoma circular a lo largo del ciclo de 
división en Saccharomyces cerevisiae. Nuestros resultados muestran que, al paso de las 
células por mitosis, los minicromosomas experimentan un cambio topológico drástico a 
modo de superenrollamiento positivo que requiere del huso mitótico y de la condensina 
Smc2. El desencadenamiento es un proceso crucial para la vida celular pero se desconoce 
cómo tiene lugar. Nuestro trabajo profundiza en la comprensión de este fenómeno pues 
demuestra que el superenrollamiento positivo en moléculas encadenadas maximiza el 








As replication proceeds DNA replication intermediates (RIs) undergo topological 
changes that affect supercoiling, catenation and knotting. Nevertheless, the function and 
dynamics of these changes remain to be fully understood. In this context, the role of DNA 
replication knots in prokaryotes remains a mystery. DNA knots are very harmful for cells 
if not removed efficiently. However, sister chromatids become knotted in vivo. To identify 
the enzyme responsible for knotting and to study inter- and intra-chromatid knots in 
bacteria, we used Escherichia coli plasmids as a model system. We constructed plasmids 
bearing a unidirectional ColE1 origin and a polar replication fork barrier located at 
different distances from the origin. Two-dimensional agarose gel electrophoresis (2D gels) 
and atomic force microscopy allowed us to confirm the nature of the molecules identified 
as knotted RIs. In prokaryotes, Topoisomerase IV (Topo IV) unknots DNA molecules. Our 
results pointed out a possible dual role for Topo IV in knotting: we showed that this 
enzyme also makes inter- and intra-chromatid knots during DNA replication. We propose 
that Topo IV artlessly traps nodes when making strand passages, thus creating replication 
knots. Later on, the same removes them to allow the correct segregation of sister duplexes 
during cell division. In addition, we investigated the dynamics of Topoisomerase II 
(Top2)-mediated decatenation of sister chromatids in eukaryotes. Specifically, we 
investigated the topological changes that occur during mitosis to check whether they help 
decatenation. We used Saccharomyces cerevisiae as a model system and a centromeric 
minichromosome, which retains topological information after DNA extraction. The results 
obtained demonstrated that in yeast, centromeric minichromosomes undergo a dramatic 
change in their topology as the cells pass through mitosis. This change is characterized by 
the acquisition of positive supercoiling and requires the mitotic spindle and the condensin 
factor Smc2. Decatenation is a crucial step for cell reproduction but how it occurs is still 
poorly understood. Our study sheds light on the dynamics of this process. We showed that 
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Han pasado casi 60 años desde que James Watson y Francis Crick presentaran su 
modelo de la estructura del DNA (Watson and Crick, 1953b) apoyándose en la llamada 
fotografía 51, una imagen de la molécula obtenida mediante difracción de rayos X por 
Rosalind Franklin. Según este modelo el DNA es una doble hélice constituida por dos 
cadenas de polinucleótidos complementarias y antiparalelas La conformación más 
frecuente es la denominada DNA-B, una doble hélice dextrógira con un período de 
aproximadamente 10,5 pares de bases (Watson and Crick, 1953a). 
 
Además de ajustarse a las propiedades físicas y químicas del DNA, como bien 
apuntaron Watson y Crick, esa estructura en doble hélice dejaba entrever el mecanismo de 
replicación, revelando cómo esta molécula llevaba a cabo sus funciones biológicas 
(Watson and Crick, 1953b, a). La importancia de su hallazgo pronto quedó establecida, 
sentando las bases de la Biología Molecular moderna. Desde entonces, muchas 
investigaciones se han enfocado hacia el estudio de los mecanismos moleculares 
implicados en la replicación, transcripción, recombinación y reparación del DNA. No 
obstante, quedan aún por averiguar aspectos fundamentales de la modulación de esos 
procesos así como su integración con otras funciones de la vida celular. En este ámbito, 
uno de los aspectos de mayor repercusión biológica lo ofrecen los cambios que ocurren en 
la estructura del DNA: su organización y su topología. 
 
 
1.1. Topología del DNA. 
 
La topología es una rama de las matemáticas que estudia las propiedades de un 
cuerpo que no varían cuando éste se deforma. Un ejemplo sería el de un paralelepípedo 
alargado que al sufrir una deformación adopta la forma de un cubo. El paralelepípedo 
original y el cubo resultante tienen distinta forma pero una serie de propiedades comunes. 
Esas propiedades invariables son el objeto de estudio de la topología. 
 
El descubrimiento de la estructura en doble hélice del DNA llevó inmediatamente a 




replicación de la molécula y puso en evidencia el hecho de que durante la replicación 
surgen problemas topológicos (Cairns, 1963; Worcel and Burgi, 1972). La doble hélice del 
DNA es una estructura flexible, extremadamente dinámica, y el estudio de las distintas 
formas topológicas que puede adoptar comenzó hacia 1965. Ese año Vinograd y 
colaboradores observaron al microscopio electrónico que el DNA del virus del polioma 
podía encontrarse tanto en forma lineal como circular y que éstos últimos podían presentar 
distintas formas (relajados o enrollados sobre sí mismos) que denominaron topoisómeros 
(Vinograd et al., 1965). Los topoisómeros son pues distintas formas que pueden adoptar las 
moléculas de DNA circulares covalentemente cerradas (CCCs) sin que cambie su masa. 
Posteriormente esta observación se extendió a todas las moléculas de DNA circulares de 
doble cadena (Cozzarelli, 1980). La observación de que en todos los seres vivos el DNA 
está superenrollado, junto con el descubrimiento de las enzimas encargadas de modular la 
topología in vivo (Wang, 1971), sentaron las bases de una nueva disciplina dentro de la 
Biología Molecular que se denominó “Topología del DNA” (Wang, 2002). 
 
Los cambios en la topología del DNA son esenciales para su función y la regulación 
de su metabolismo. Así, influyen en la unión de factores implicados en el inicio de la 
replicación, la transcripción, la correcta segregación de las cromátidas hermanas, la 
compactación del DNA, etc. 
 
 
1.2. Propiedades topológicas: superenrollamiento del DNA. 
 
El parámetro que mejor define la topología de una molécula CCC es el índice de 
ligamiento (Lk). Este índice se define matemáticamente como el número de veces que una 
cadena de la doble hélice cruza a la otra en un plano (Kornberg and Lorch, 1992; Bates and 
Maxwell, 1997). El Lk es una constante topológica que depende de dos propiedades 
geométricas del DNA -esto es, que pueden variar con la deformación de la molécula- 
denominadas índice de torsión (Tw) e índice de superenrollamiento (Wr). El Tw indica el 
número de veces que las dos cadenas del DNA giran una vuelta completa en el espacio 
alrededor del eje axial de la doble hélice. El Wr, una de las propiedades topológicas del 




mismo: mide el número de veces que el eje de la doble hélice se cruza sobre sí mismo en 
un plano (Kornberg and Baker, 1992; Bates and Maxwell, 1997); o, de un modo más 
intuitivo, es la medida del enrollamiento de la doble hélice sobre sí misma (Lewin, 2000). 
Se trata de una propiedad exclusiva de los dominios topológicos cerrados puesto que si los 
extremos de la doble hélice estuvieran libres cualquier tensión estructural interna carecería 
de efecto ya que las dos cadenas de polinucleótidos podrían rotar sobre sí mismas 
liberando dicha tensión en los extremos (Bauer et al., 1980). De manera que el Wr sólo 
tiene lugar en moléculas CCCs o en moléculas lineales fijadas a membranas u otros 
elementos proteicos de manera que una región de las mismas, aunque lineal, se comporta 
como un dominio topológicamente cerrado. Las moléculas CCCs son típicas del genoma 
de bacterias, plásmidos, mitocondrias, cloroplastos y muchos virus. Se cree que el DNA de 
los cromosomas eucarióticos está organizado en bucles o lazos en cuya base el DNA está 
unido covalentemente a un esqueleto proteico por lo que estos bucles constituirían 
dominios topológicos cerrados equivalentes a los CCCs (Marsden and Laemmli, 1979; 
Giaever and Wang, 1988; Schiessel et al., 2001). 
 
Matemáticamente, el ∆Wr viene dado por el número de veces que una doble hélice 
cruza sobre sí misma con respecto al número de cruces que tendría en el estado relajado 
(Wr0). Por convenio, se dice que el ∆Wr es negativo (-) en el caso de las superhélices 
dextrógiras (que van en el sentido de las agujas del reloj) y positivo (+) en el de las 
levógiras (que van en el sentido contrario al de las agujas del reloj). En la gran mayoría de 
los seres vivos las moléculas de DNA presentan un ∆Wr (-) (Gellert, 1981; Vosberg, 1985; 
Wang, 1985, 1987; Giaever et al., 1988; Giaever and Wang, 1988), aunque existen algunas 
excepciones como es el caso de las bacterias termófilas del género Archaea, cuyo DNA 
presenta un ∆Wr (+) que se incrementa con el aumento de la temperatura (Mirambeau et 
al., 1984). 
 
Se han descrito dos conformaciones para el DNA superenrollado denominadas 
plectonémica y toroidal. El superenrollamiento plectonémico es un tipo de conformación 
en la que el eje axial del DNA sigue una trayectoria superhelicoidal alrededor de otro 
segmento de la misma molécula; dicho de otro modo, la doble hélice del DNA está 




superior (Bates and Maxwell, 2005). El DNA purificado y en solución presenta un 
superenrollamiento plectonémico (Boles et al., 1990). Por el contrario, el 
superenrollamiento toroidal es un tipo de conformación del DNA superenrollado en donde 
el eje axial de la molécula sigue una trayectoria superhelicoidal alrededor del eje de un 
torus o aro imaginario, esto es, la doble hélice del DNA está enrollada alrededor de un 
torus formando una hélice de orden superior (Bates and Maxwell, 2005). El DNA de los 
organismos eucariotas, enrollado alrededor de los nucleosomas, presenta un 
superenrollamiento toroidal (Boles et al., 1990) que favorece la condensación del DNA 
necesaria para su empaquetamiento dentro del núcleo. Existen además modelos que 
explican la unión del DNA, en su conformación toroidal, a la superficie de muchas 
proteínas (Bates and Maxwell, 2005). 
 
La tensión impuesta al añadir vueltas adicionales en la hélice del DNA se distribuye 
entre un cambio en el Tw y un cambio del Wr, es decir, ambas variables se compensan 
entre sí dando como resultado el valor de Lk. El Lk sólo puede cambiar si se producen 
roturas en el DNA (Wang, 1996), que pueden ser de cadena sencilla o de cadena doble y 
que en cualquier caso dan como resultado la eliminación del Wr ya que permiten que una o 
las dos cadenas de polinucleótidos gire la una sobre la otra liberando la tensión en los 
extremos.  
 
Cuando hablamos de la introducción de roturas de cadena sencilla en el DNA in 
vitro, nos referimos al empleo de endonucleasas de restricción de cadena sencilla para 
convertir una molécula CCC en una molécula abierta y relajada llamada OC, esto es, en un 
DNA circular de doble cadena que contiene una rotura en el enlace fosfodiéster en una de 
las dos cadenas, como se muestra en el esquema de la figura 1. 
 
En todo dominio topológico cerrado in vivo los procesos de replicación, 
recombinación y transcripción alteran el Tw y el Wr pero no el Lk. Para alterar el Lk in 








Figura 1. Esquema representativo de algunas de las distintas formas que puede adoptar 
una molécula de DNA circular. A la izquierda se muestra la forma superenrollada (CCC) y a 
la derecha la forma relajada (OC) que resulta de la introducción de una rotura de cadena 
sencilla (señalada por la flecha). 
 
 
1.3. DNA topoisomerasas. 
 
Las enzimas encargadas de modificar el Lk in vivo son las DNA topoisomerasas. 
Presentes en todos los seres vivos, estas enzimas crean roturas transitorias en el DNA que 
ayudan a resolver los problemas topológicos que surgen durante la replicación, 
transcripción, reparación y recombinación del DNA (Gellert, 1981; Wang, 1985; Wang 
and Prives, 1991; Champoux, 2001; Wang, 2002). Las roturas transitorias en el DNA van 
acompañadas de la formación de un enlace fosfodiéster entre un residuo activo de tirosina 
presente en la enzima y un grupo fosfato de uno de los extremos de la cadena de DNA 
interrumpida. La topología de la molécula de DNA puede ser modificada durante el tiempo 
que se mantenga ese enlace. Finalmente, el enlace se rompe y la enzima vuelve a unir los 
extremos rotos del DNA (Champoux, 2001). Debido al papel crucial que desempeñan para 
la supervivencia celular, las topoisomerasas son dianas de numerosas drogas citotóxicas; 
así, las topoisomerasas de procariotas son dianas de diferentes compuestos antibacterianos, 
mientras que en eucariotas las topoisomerasas son dianas de diversos compuestos 





Todas las topoisomerasas son capaces de eliminar el ∆Wr (-), pero sólo algunas 
pueden eliminar también el ∆Wr (+). En base a su mecanismo de acción las 
topoisomerasas se clasifican en dos grandes grupos: tipo I y tipo II, según corten una o las 
dos hebras de la doble hélice del DNA, respectivamente (Wang, 1996; Champoux, 2001; 
Wang, 2002; Forterre et al., 2007) 
 
 
1.3.1. DNA topoisomerasas de tipo I. 
 
Las topoisomerasas de tipo I cortan una hebra de la doble hélice y hacen rotar ésta 
una vuelta completa sobre la hebra intacta para finalmente volver a unir los extremos 
cortados. De esta forma cambian el Lk en valores de +/- 1 (Brown and Cozzarelli, 1981). 
 
Las topoisomerasas de tipo I bacterianas sólo son capaces de relajar el ∆Wr (-). 
Escherichia coli posee dos topoisomerasas de tipo I: la Topoisomerasa I (Topo I) (Wang, 
1971) y la Topoisomerasa III (Topo III) (Dean et al., 1983). La Topo I relaja el ∆Wr (-) 
generado por detrás de la horquilla durante la transcripción (Liu and Wang, 1987). En 
cuanto a la Topo III, su papel biológico aún no está del todo definido pero se sabe que 
interacciona con la helicasa RecQ (Harmon et al., 1999) y parece estar implicada en la 
segregación cromosómica y en la maduración de intermediarios de recombinación (Zhu et 
al., 2001).  
 
Las topoisomerasas de tipo I de las células eucariotas, en cambio, son capaces de 
relajar tanto el ∆Wr (-) como el (+). En Saccharomyces cerevisiae se conocen dos 
topoisomerasas de este tipo: la Topo I (Goto and Wang, 1985) que realiza un papel 
fundamental durante la transcripción y la Topo III (Champoux, 2001) que podría estar 
implicada en el desencadenamiento del DNA junto con la helicasa Sgs1 (Harmon et al., 
1999). No obstante, se ha demostrado que en ausencia de Topo III el Wr del DNA no está 







1.3.2. DNA topoisomerasas de tipo II. 
 
Las topoisomerasas de tipo II cortan ambas hebras de la doble hélice del DNA y 
transportan otra doble hélice a través de la que está interrumpida para finalmente volver a 
unir los extremos cortados (Wang, 1996; Nitiss, 1998; Wang, 1998; Champoux, 2001). De 
esta forma hacen que el Lk cambie en valores de +/- 2 (Brown and Cozzarelli, 1979; 
Mizuuchi et al., 1980; Roca and Wang, 1994). Las topoisomerasas de tipo II, que están 
funcional y estructuralmente conservadas entre eucariotas y procariotas, actúan como 
dímeros y de un modo dependiente de ATP (Huang, 1994, 1996). Se dividen a su vez en 
dos subfamilias: las de tipo IIA y las de tipo IIB (Champoux, 2001; Wang, 2002). Estas 
últimas están peor caracterizadas y, aunque parecen compartir sus mecanismos de acción 
(Bergerat et al., 1997), presentan diferencias estructurales con las de tipo IIA (Nichols et 
al., 1999). 
 
Las topoisomerasas de tipo IIA son las que están mejor caracterizadas. Se encuentran 
tanto en procariotas como en eucariotas y poseen estructuras similares (Berger et al., 1996; 
Huang, 1996; Champoux, 2001). Estas enzimas catalizan el paso de un doble hélice de 
DNA a través de otra doble hélice mediante un mecanismo denominado de dos puertas 
(Berger et al., 1996; Wang, 1998). Su estructura es similar a la de una tenaza o pinza 
abierta, dentro de la cual se sitúa la doble hélice de DNA que será cortada y que constituye 
el denominado segmento G (del inglés gate). Tras la unión de ATP, la pinza se cierra 
capturando una segunda doble hélice de DNA, denominada segmento T (del inglés 
transported) (Roca and Wang, 1992), que hará pasar a través de la rotura transitoria 
producida en el segmento G y será expulsada de la enzima por el lado opuesto al que entró 
(Roca and Wang, 1994; Berger et al., 1996; Roca et al., 1996). Este mecanismo de acción 
permite a estas enzimas realizar cambios topológicos en el DNA esenciales para la célula 
durante la replicación y la segregación cromosómica (Wang, 2002). 
 
En E. coli existen dos topoisomerasas de tipo II: la DNA girasa (Gellert et al., 1976) 
y la Topoisomerasa IV (Topo IV) (Kato et al., 1988; Kato et al., 1990). La DNA girasa fue 
la primera topoisomerasa de tipo II descubierta y es la única conocida capaz de introducir 




1976). Su estructura consiste en un heterotetrámero compuesto por dos subunidades GyrA 
y dos subunidades GyrB (Klevan and Wang, 1980). Las subunidades GyrA están 
implicadas en la unión al DNA (Wang, 1998) y en la introducción de roturas transitorias en 
la doble hélice, mientras que la subunidades GyrB son las responsables de la actividad 
ATPasa. La DNA girasa mantiene la densidad de ∆Wr (-) necesaria para la iniciación de la 
replicación y la transcripción del DNA. Además, esta enzima participa en la fase de 
elongación de la replicación y la transcripción contribuyendo a la eliminación del ∆Wr (+) 
que se genera por delante de las horquillas debido a la acción de las helicasas. De este 
modo, elimina el estrés torsional cuya acumulación podría, eventualmente, detener ambos 
procesos. 
 
La Topo IV bacteriana (Kato et al., 1990) es también un heterotetrámero cuyas 
subunidades ParC y ParE son homólogas de GyrA y GyrB, respectivamente (Peng and 
Marians, 1993). In vivo, la Topo IV está especializada en eliminar el encadenamiento que 
surge entre las cromátidas hermanas durante y después de la replicación del DNA (Adams 
et al., 1992; Ullsperger et al., 1995; Zechiedrich and Cozzarelli, 1995; Zechiedrich et al., 
1997; Deibler et al., 2001) 
 
Las topoisomerasas de tipo II de eucariotas son capaces de relajar tanto el ∆Wr (-) 
como el (+), pero son incapaces de introducir ∆Wr (-). La única topoisomerasa de tipo II 
conocida en S. cerevisiae es la Topoisomerasa II (Top2) y está implicada 
fundamentalmente en la correcta segregación de las cromátidas hermanas (DiNardo et al., 
1984; Holm et al., 1985). 
 
 
1.4. Dinámica de los cambios topológicos durante la replicación: topología de los 
intermediarios de replicación. 
 
En la gran mayoría de los seres vivos para que se inicie la replicación 
semiconservativa del DNA éste debe estar negativamente superenrollado. De este modo se 
facilita la separación de las cadenas parentales que serán usadas como molde por las DNA 




Cozzarelli, 1992; Crisona et al., 2000). Una vez que la iniciación ha tenido lugar, la 
elongación es llevada a cabo por un complejo multiproteico denominado replisoma. 
Actualmente se cree que no es el replisoma el que avanza sino que es el DNA el que pasa a 
través de él. Por delante del replisoma se encuentra la DNA helicasa, una proteína 
hexamérica responsable de la apertura de la doble hélice parental. Esa apertura genera una 
tensión topológica que da lugar a ∆Wr (+) por delante de la horquilla de replicación 
(Kornberg and Baker, 1992) que debe ser eliminado o de lo contrario se acumularía 
impidiendo el avance de la horquilla de replicación. En bacterias, la DNA girasa introduce 
∆Wr (-) por delante de la maquinaria de replicación compensando así el ∆Wr (+) que 
genera el avance de la horquilla (Cozzarelli, 1980; Marians, 1992; Levine et al., 1998). 
Pero la acción de la DNA girasa no es suficiente para compensar ese ∆Wr (+) debido a que 
la procesividad de la DNA helicasa es mayor y el avance de la horquilla de replicación más 
rápido que la DNA girasa introduciendo ∆Wr (-) (Peter et al., 1998). En los estadios 
tempranos de la replicación, cuando la región no replicada es suficientemente grande, 
serían varias las DNA girasa que se podrían unir a esa región y su funcionamiento en serie 
podría conseguir la introducción de un nivel suficiente de ∆Wr (-). Sin embargo, a medida 
que la replicación progresa, la región no replicada va disminuyendo, de manera que cada 
vez es menor el espacio en el que podría actuar la DNA girasa (Champoux and Been, 
1980). Este déficit de DNA girasa podría conducir a la eliminación de todo el ∆Wr (-) y a 
una eventual acumulación de ∆Wr (+) por delante de la horquilla en las etapas tardías de la 
replicación. Para resolver esta aparente paradoja, Champoux y Been sugirieron que el ∆Wr 
de los intermediarios de replicación (RIs) podría difundir a través de la horquilla de 
replicación y distribuirse tanto por delante como por detrás de la misma (Champoux and 
Been, 1980). De esta manera, en la región ya replicada podría actuar la otra topoisomerasa 
de tipo II presente en bacterias, la Topo IV, ayudando a la DNA girasa a compensar el 
∆Wr (+) (Ullsperger et al., 1995; Peter et al., 1998; Alexandrov et al., 1999). En 1998 Peter 
y colaboradores, empleando microscopía electrónica, confirmaron la difusión del ∆Wr a 
través de la horquilla de replicación in vivo y llamaron pre-encadenados a los cruces de las 
cromátidas hermanas en la región ya replicada para distinguirlo del ∆Wr de la región aún 
no replicada (Peter et al., 1998). El nombre alude al hecho de que si esos pre-encadenados 




(Champoux and Been, 1980; Kreuzer and Cozzarelli, 1980; Marians, 1992; Ullsperger et 





Figura 2. Esquema de un RI. En la región no replicada, las dos hebras parentales se 
representan en azul y verde. En la región replicada las hebras nacientes se representan en rojo. 
La flecha azul (A) hace referencia al giro de las horquillas de replicación que hace posible que 
el ∆Wr de la región no replicada pase a la ya replicada en forma de pre-encadenamiento. La 
flecha roja (B) se refiere a la libertad de giro de las hebras nacientes en torno a la 
correspondiente hebra parental. 
 
 
En la figura 2 se muestra un RI en el que parte del ∆Wr (+) eventualmente 
acumulado en la región no replicada migró a la ya replicada dando lugar a pre-
encadenados. De acuerdo a este modelo, la generación de ∆Wr (+) por delante de las 
horquillas de replicación sería compensada por la DNA girasa que introduciría ∆Wr (-) en 
la región no replicada y por la Topo IV que eliminaría pre-encadenados en la región ya 
replicada. Esto explicaría por qué la progresión de las horquillas de replicación está 
totalmente impedida sólo cuando ambas topoisomerasas de tipo II están mutadas (Hiasa et 
al., 1994; Levine et al., 1998; Khodursky et al., 2000). No obstante, si el encadenamiento 




1992; Hiasa and Marians, 1996; Postow et al., 2001) no sería un sustrato adecuado para la 
Topo IV, ya que esta enzima actúa preferentemente sobre cruces levógiros (Crisona et al., 
2000; Charvin et al., 2003). Para resolver esta nueva paradoja, algunos autores sugieren 
que la Topo IV es capaz de eliminar eficientemente encadenados dextrógiros in vitro en 
moléculas de DNA tan altamente encadenadas que los cruces dextrógiros modifican su 
geometría angular y se convierten en cruces levógiros, constituyendo así un sustrato 
adecuado para la Topo IV (Charvin et al., 2003). 
 
En cuanto a las células eucariotas, parece ser que el ∆Wr (+) que se genera delante 
de la horquilla es eliminado gracias a la acción conjunta de la Topo I y la Top2 (Kim and 
Wang, 1989) y a la asociación casi inmediata de los nucleosomas a las dos cromátidas 
hermanas detrás de la horquilla (Lucchini et al., 2001). 
 
No obstante, esta visión dinámica de la topología de la replicación no explica todas 
las formas topológicas que pueden adoptar los RIs; en concreto, aquellos RIs que presentan 
nudos en la región ya replicada (Viguera et al., 1996). 
 
 
1.5. Anudamiento del DNA. 
 
Tan pronto como se descubrieron las topoisomerasas se reparó en que se podían 
formar nudos en el DNA. Éstos pueden surgir de cualquier proceso que implique roturas de 
cadenas de DNA (incluyendo replicación, transcripción, recombinación y reparación) y, de 
no ser eliminados, sus efectos resultarían devastadores para la célula (Portugal and 
Rodriguez-Campos, 1996; Deibler et al., 2001; Olavarrieta et al., 2002b; Deibler et al., 
2007). El anudamiento es pues otra de las propiedades topológicas del DNA (Bauer et al., 
1980) y, al igual que sucede con el ∆Wr, sólo tiene lugar en dominios topológicos 
cerrados.  
 
Existen varios sistemas de clasificación y nomenclatura de nudos (White et al., 
1987). Una de las más utilizadas es la notación de Alexander-Briggs, ni, en donde n 
representa el número de cruces al proyectar el nudo sobre un plano y la i sirve para 




la quiralidad del nudo, ésta puede ser indicada añadiendo los signos + y -. El tipo de nudo 
más simple que existe es el nudo de 3 cruces, también llamado nudo en forma de hoja de 
trébol (del inglés trefoil). Para establecer el signo topológico de los cruces existe una 
convención, también aplicable al Wr y el encadenamiento. En primer lugar es necesario 
establecer la direccionalidad de la molécula y a continuación tratar de superponer las 
hebras realizando para ello el giro con el menor ángulo posible. Si ese giro es a favor de las 
agujas del reloj, se dice que el cruce es dextrógiro y el signo es negativo; si el giro va en 
contra de las agujas del reloj, es levógiro y el signo del cruce es positivo (Schvartzman and 
Stasiak, 2004; Bates and Maxwell, 2005). El signo de un cruce en el DNA puede 
determinarse mediante técnicas de microscopía tal y como se verá más adelante. 
 
En 1976 James Wang y colaboradores fueron los primeros en observar nudos en 
moléculas de DNA circular de cadena sencilla del bacteriófago fd tratadas con una proteína 
de E. coli entonces llamada ω y que luego resultó ser la Topo I (Liu et al., 1976). 
Posteriormente, se observó la formación de nudos en DNA de doble cadena por parte de la 
topoisomerasa de tipo II del fago T4 (Liu et al., 1980) y de la DNA topoisomerasa II de 
Drosophila (Hsieh, 1983). Además, se demostró que la Topo I de E. coli es capaz de 
formar nudos también en DNA de doble cadena, siempre y cuando éste tenga una pequeña 
región de cadena sencilla (Brown and Cozzarelli, 1981; Dean and Cozzarelli, 1985; Dean 
et al., 1985). Asimismo, otros estudios in vitro demostraron la formación de nudos en 
DNA de doble cadena por parte de enzimas implicadas en procesos de recombinación, 
como la resolvasa Tn3 (Wasserman and Cozzarelli, 1985; Wasserman et al., 1985), 
codificada en el transposon del mismo nombre en bacterias, y la integrasa Int del 
bacteriófago λ (Griffith and Nash, 1985; Spengler et al., 1985) 
 
En cuanto al anudamiento in vivo, se observó la formación de nudos de manera 
natural en el DNA de doble cadena de la cápside de los bacteriófagos P2 y P4 (Liu et al., 
1981a; Liu et al., 1981b). No obstante, la información sobre el anudamiento del DNA in 
vivo sigue siendo escasa; de ahí que resultara sorprendente el descubrimiento de plásmidos 
bacterianos con horquillas de replicación detenidas y anudadas. Los RIs con burbujas 
anudadas fueron en principio descritos en plásmidos de E. coli con dos orígenes de 




barrera para el progreso de la horquilla de replicación (Viguera et al., 1996; Sogo et al., 
1999; Santamaría et al., 2000a; Santamaría et al., 2000b; Olavarrieta et al., 2002a; 
Olavarrieta et al., 2002b). Aún hoy día se desconoce con exactitud qué papel juega el 
anudamiento durante la replicación. En E. coli se sabe que la Topo IV es la topoisomerasa 
encargada de desanudar el DNA in vivo (Deibler et al., 2001). 
 
 
1.6. Encadenamiento del DNA. 
 
En topología del DNA, el término encadenado alude a la unión topológica de dos o 
más moléculas circulares de DNA, entrelazadas como si se de eslabones de una cadena se 
tratasen.  
 
El DNA encadenado ha sido descubierto en diversos sistemas biológicos tanto 
procariotas como eucariotas. En 1967 se observaron por primera vez, mediante 
microscopía electrónica, moléculas encadenadas de DNA en mitocondrias de células 
humanas (Clayton and Vinograd, 1967; Hudson and Vinograd, 1967). Posteriormente se 
encontraron también encadenados en mitocondrias de tripanosomas cuyo DNA es una 
estructura compacta, denominada cinetoplasto (kinetoplast DNA; kDNA), que consiste en 
cientos de moléculas encadenadas (Englund et al., 1982). Por otro lado, se ha demostrado 
la aparición de encadenados como productos o como intermediarios en procesos de 
recombinación (Mizuuchi et al., 1980) así como la formación y resolución de encadenados 
in vitro (Kreuzer and Cozzarelli, 1980). Pero sin duda lo más común es que los 
encadenados aparezcan como intermediarios o como producto final de la replicación de 
moléculas de DNA circulares; de hecho, la formación de encadenados es una de las 
consecuencias topológicas de la replicación de ese tipo de moléculas. En este sentido, se 
han observado encadenados en el DNA del virus SV40 (Jaenisch and Levine, 1973; Sundin 
and Varshavsky, 1980, 1981), pero fundamentalmente se han estudiado en plásmidos 
bacterianos (Kupersztoch and Helinski, 1973; Novick et al., 1973; Sakakibara et al., 1976). 
 
Existen tres tipos de encadenados: de tipo A o Cat A, en los que las dos moléculas de 




sólo una de las dos moléculas está niqueada (OC), mientras que la otra está covalentemente 
cerrada y puede albergar ∆Wr; y Cat C, en los que ambas moléculas encadenadas están 
covalentemente cerradas, pudiendo albergar ∆Wr. Estos últimos son el tipo de encadenado 
más abundante in vivo. Además, existen dos parámetros topológicos para definir los 
encadenados: el parámetro n, que es el número de cruces que presentan las moléculas 
encadenadas al proyectarlas sobre el plano; y el número de encadenamiento, Ca, cuyo valor 
es siempre la mitad del número de cruces. 
 
La gran cantidad de encadenados con alto Ca que se acumulan al inhibir la 
topoisomerasas de tipo II pone en evidencia que son éstas las encargadas de eliminar el 
encadenamiento en el DNA (Adams et al., 1992; Peng and Marians, 1993; Hiasa and 
Marians, 1996; Levine et al., 1998; Lucas et al., 2001). En E. coli la Topo IV desencadena 
el DNA in vivo (Zechiedrich and Cozzarelli, 1995; Zechiedrich et al., 1997) y 
recientemente se ha demostrado que el ∆Wr (-) ayuda al desencadenamiento por parte de 
esta enzima (Martinez-Robles et al., 2009; Vologodskii, 2010). En S. cerevisiae la 
encargada de desencadenar es la Top2 (DiNardo et al., 1984; Holm et al., 1985).  
 
 
1.7. Métodos de análisis de moléculas de DNA con distintas formas topológicas. 
 
La centrifugación en gradientes de densidad fue uno de los primeros métodos 
empleados para el análisis de moléculas de DNA con distintas formas topológicas 
(Vinograd et al., 1965). Más tarde, este método fue reemplazado por la electroforesis en 
geles de agarosa por tratarse de una técnica más versátil que permite diferenciar moléculas 
superenrolladas, así como encadenadas y/o anudadas con distinto número de cruces 
(Sundin and Varshavsky, 1980, 1981; Shishido et al., 1987; Shishido et al., 1989; Stasiak 
et al., 1996; Vologodskii et al., 1998). Para el estudio de moléculas individuales, una de las 
técnicas preferidas es la microscopía electrónica. En este sentido cabe destacar el 
recubrimiento del DNA con la proteína RecA que mejora significativamente la 
visualización de nudos y encadenados. Con dicho recubrimiento se consigue un 
engrosamiento del DNA que permite determinar el signo de cada cruce en moléculas 




Stasiak and Di Capua, 1982; Krasnow et al., 1983; Sogo et al., 1986; Sogo et al., 1999). 
Más recientemente también se han obtenido imágenes de alta resolución de DNA 
encadenado mediante microscopía de fuerza atómica (Yamaguchi et al., 2000). 
 
Finalmente, merece especial atención la electroforesis bidimensional en geles de 
agarosa que es la única que permite la identificación simultánea de todos los topoisómeros 
de una población (Martin-Parras et al., 1998). 
 
 
1.7.1. Análisis de RIs mediante electroforesis bidimensional en geles de agarosa. 
 
Esta técnica fue utilizada originalmente para separar intermediarios de 
recombinación ramificados de moléculas lineales (Bell and Byers, 1983) y posteriormente 
fue adaptada para analizar RIs lineales (Brewer and Fangman, 1987) . Hoy día la 
electroforesis bidimensional en geles de agarosa es una de las herramientas más 
frecuentemente empleadas en el mapeo de orígenes de replicación (Brewer and Fangman, 
1987; Gahn and Schildkraut, 1989; Schvartzman et al., 1990; Vaughn et al., 1990; Martín-
Parras et al., 1991; Friedman and Brewer, 1995; Bach et al., 2003), términos (Zhu et al., 
1992; Santamaría et al., 2000a; Santamaría et al., 2000b) y barreras para el progreso de las 
horquillas (Brewer and Fangman, 1988; Linskens and Huberman, 1988; Hernández et al., 
1993; Little et al., 1993; Wiesendanger et al., 1994). Además, permite resolver las distintas 
formas topológicas que pueden adoptar los CCCs (Schvartzman et al., 1990; Martín-Parras 
et al., 1991; Hanai and Roca, 1999; Lucas et al., 2001) y ha demostrado ser la herramienta 
más idónea para la identificación de moléculas de DNA lineales con una burbuja interna 
anudada (Viguera et al., 1996; Sogo et al., 1999; Santamaría et al., 2000b). La posibilidad 
de añadir un agente intercalante durante la primera y/o la segunda dimensión aumenta aún 
más su poder de resolución (Martin-Parras et al., 1998). 
 
La electroforesis bidimensional en geles de agarosa se basa en que la movilidad 
electroforética de una molécula de DNA en un gel de agarosa depende no sólo del tamaño 
del fragmento analizado sino también de su forma, de la concentración de agarosa presente 




estos parámetros, es posible separar los RIs y el resto de moléculas de DNA ramificadas de 
las moléculas no replicadas. En líneas generales, en un gel bidimensional la primera 
dimensión transcurre en condiciones de bajo voltaje y bajo porcentaje de agarosa en el gel. 
En estas condiciones se minimiza el efecto de la estructura tridimensional de los RIs sobre 
su movilidad electroforética y las moléculas se separan fundamentalmente en función de su 
masa. En cambio, la segunda dimensión transcurre en condiciones de alto voltaje y alto 
porcentaje de agarosa potenciando así la influencia de la estructura tridimensional de las 
moléculas sobre su movilidad. En estas condiciones, las moléculas ramificadas tienen 
menor movilidad que las moléculas lineales de igual masa. De esta forma, es posible 
analizar mezclas de poblaciones de moléculas con distintas masas y formas. 
 
 
1.8. Algunos problemas no resueltos de la topología de los RIs. 
 
En procariotas, la confirmación de que los cambios en el nivel de Wr generados 
como consecuencia del avance de la horquilla de replicación afectan tanto a la región no 
replicada como a la ya replicada de los RIs (Champoux and Been, 1980; Peter et al., 1998) 
resolvió lo que hasta entonces era una paradoja. No obstante, parte de la dinámica del 
proceso es aún desconocida. Por ejemplo, se desconocen los efectos de la eliminación 
selectiva del Wr en la región replicada o en la no replicada de los RIs. Otro problema que 
aún permanece sin resolver es el origen del anudamiento en los RIs, la enzima responsable 
de la formación de esos nudos y el papel de los mismos durante la replicación. 
 
En las células eucariotas, se sabe que la Top2 elimina completamente el 
encadenamiento entre cromátidas hermanas antes de que éstas sean segregadas durante la 
división celular (DiNardo et al., 1984; Holm et al., 1985). Sin embargo, todavía persisten 
muchos interrogantes acerca de cómo tiene lugar ese proceso en la totalidad del genoma de 
la célula. Además aún queda por esclarecer la relación entre ese desencadenamiento y el 
resto de cambios topológicos que acontecen en el DNA a lo largo del ciclo celular.  
 
Estos son algunos de los problemas que nos hemos propuesto resolver a lo largo de 




topología de los RIs construyendo plásmidos de replicación autónoma derivados de 
pBR322 en los que las horquillas se detienen en un sitio concreto. En estos plásmidos, la 
replicación se inicia en el origen unidireccional ColE1 y la horquilla se detiene debido a la 
presencia de la secuencia terminadora de la replicación TerE, de E. coli, en la orientación 
adecuada. La proteína Tus (de Terminator utilization substance) se une a las secuencias 
Ter en forma monomérica y los complejos Ter-Tus actúan como barreras polares para el 
progreso de las horquillas de replicación (Hill, 1992; Bastia and Mohanty, 1996). Así pues, 
en las células se acumularán plásmidos parcialmente replicados y el análisis de los mismos 
(intactos o digeridos con endonucleasas de restricción) por electroforesis bidimensional en 
geles de agarosa nos permitirá conocer sus propiedades topológicas e indagar acerca de la 
formación de nudos entre las cromátidas hermanas.  
 
En cuanto al estudio del ∆Wr y el desencadenamiento de cromátidas hermanas en 
eucariotas, empleamos como modelo el minicromosoma pRS316 de S. cerevisiae. Los 
minicromosomas son moléculas extracromosómicas de DNA circular de pequeño tamaño 
que reciben ese nombre porque se comportan como el DNA cromosómico, tanto a nivel 
físico (empaquetamiento nucleosomal y unión de cohesinas), como a nivel bioquímico 
(interacción con proteínas reguladoras) y biológico (procesos metabólicos tales como 
replicación, transcripción, reparación y recombinación). Estas características hacen que los 
minicromosomas sean utilizados muy a menudo como modelos para el estudio de procesos 
complejos. Además, empleando un sistema degron inducible por temperatura (Dohmen et 
al., 1994) podremos analizar las consecuencias de la eliminación de la Top2 sobre la 
topología de los RIs de pRS316. Un degron es una secuencia específica de aminoácidos en 
una proteína que actúa como una señal para la degradación de la misma. La fusión de la 
proteína Top2 con un degron inducible por temperatura, en su extremo N-terminal, permite 
la degradación regulable de la misma. El degron es, a su vez, una proteína de fusión 
compuesta por ubiquitina y Arg-DHFRts, una variante termosensible de la dihidrofolato 
reductasa de ratón en la que el residuo amino-terminal de valina ha sido sustituido por una 
arginina (R) que es un residuo desestabilizador. De manera que la proteína de fusión 
Top2td resultante está compuesta por un motivo ubiquitina (Ubi) N-terminal, un motivo 
DHFRts con un residuo desestabilizador (R) en la unión con el motivo ubiquitina, y la 






Figura 3. Esquema de la estructura y modo de acción del degron inducible por 
temperatura. En la parte superior se representa la estructura del cassette degron fusionado con 
el gen TOP2. Una vez que dicho gen se transcribe, la proteína de fusión resultante, Top2td, 
está compuesta por un motivo ubiquitina (Ubi) N-terminal, un motivo DHFRts con un residuo 
de arginina (R) desestabilizador y la proteína Top2 en el extremo C-terminal. Su expresión en 
S. cerevisiae conduce al corte de la unión Ubi-DHFRts y la consiguiente exposición del residuo 
R. A ese residuo se unen, de forma reversible, la Ubiquitina ligasa (Ubr1, E3) y el complejo 
Ubi-E2. A la temperatura restrictiva (37ºC) la DHFRts se despliega y expone residuos internos 
de lisina (K) que actúan como sitios de poliubiquitinación, lo que conduce a una rápida 





La expresión de esa proteína de fusión en S. cerevisiae conduce rápidamente al corte 
de la unión Ubiquitina-DHFR y la consiguiente exposición del residuo de arginina en el 
extremo N-terminal de la fusión. A ese residuo se unirá, de forma reversible, la Ubiquitina 
ligasa (Ubr1, E3) y, a su vez, el complejo Ubiquitina-E2. No obstante, a la temperatura 
permisiva (25ºC) el N-degron es inactivo porque ninguno de los residuos internos de lisina 
(K) en la DHFRts plegada puede actuar como sitio eficaz de poliubiquitinación. Sin 
embargo, a la temperatura restrictiva (37ºC) se produce un cambio conformacional 
haciendo que se despliegue, al menos parcialmente, y que algunos de sus residuos internos 
de lisina pasen a estar disponibles como sitios de poliubiquitinación en este N-degron antes 
oculto. A esas lisinas se une el complejo Ubiquitina-E2. Se produce entonces la 
poliubiquitinación de la Top2td, que pasa a ser reconocida por el proteasoma donde es 
degradada con una alta procesividad. 
 
En resumen, en la presente Tesis Doctoral hemos estudiado, en procariotas, el 
anudamiento que se produce durante la replicación del DNA y, en eucariotas, el papel del 



















1. Construir plásmidos derivados de pBR322 con una barrera polar para el avance de la 
horquilla de replicación a distintas distancias del origen y estudiar la topología de los 
RIs de estos plásmidos crecidos en E. coli. 
 
2. Estudiar el efecto de roturas de cadena sencilla en la región replicada y no replicada de 
los RIs. 
 
3. Analizar la topología de moléculas con la horquilla detenida mediante microscopía de 
fuerza atómica. 
 
4. Identificar la enzima responsable del anudamiento de las cromátidas hermanas durante 
la replicación. 
 
5. Determinar los mecanismos que favorecen la formación de nudos inter- e intra-
cromatídicos durante la replicación. 
  
6. Estudiar los cambios topológicos que tienen lugar a lo largo del ciclo celular en un 
minicromosoma circular de S. cerevisiae. 
 




















3.1. Material biológico y medios de cultivo. 
 
3.1.1. Material biológico. 
 
Las estirpes de E. coli utilizadas en este trabajo fueron: 
 
DH5αF’: [F’/ endA1 hsdR17 (rk
-, mk
+) supE44 thi-1 λ- recA1 gyrA96 (nalr) relA1 deoR 
∆(lacZYA-argF)-U169 φ80dlacZ∆M15]. 
 
W3110: [F-], (Kato et al., 1990). Cedida por la Dra. Lynn Zechiedrich. 
 
parE10: W3110 [parE10 recA], (Kato et al., 1990). Cedida por el Dr. Ian Grainge.  
 
C600parC1215: [F- thr-1 leu-6 thi-1 lacY1 supE44 tonA21 parC1215 met::Tn10], (Kato et 
al., 1988). Cedida por el Dr. Kent Marians. 
 
DS941: AB1157 (Dewitt and Adelberg, 1962) [recF143 lacIq lacZ∆M15] (Summers and 
Sherratt, 1988).  
 
DS9038: DS941 (Bigot et al., 2004)[xerC::gen], cedida por el Dr. Ian Grainge. 
 
DS9039: DS941(Aussel et al., 2002)[xerD::kan], cedida por el Dr. Ian Grainge. 
 
MG1655: [F- λ- ilvG- rfb-50 rph-1], (Guyer et al., 1981). 
 
N4971: MG1655 [∆recG263::kan ∆ruvABC::cat], (Briggs et al., 2005). Cedida por el Dr. 
Robert G. Lloyd. 
 
N5070: MG1655 [∆recG263::kan ∆ruvABC::cat recA269::Tn10], (Gregg et al., 2002). 
Cedida por el Dr. Robert G. Lloyd.  
 
MATERIALES Y MÉTODOS 
 
 30
Todas las estirpes de S. cerevisiae utilizadas se basaron en la estirpe W303-1a 
(MATa ade2-1 ura 3-1 his3-11 trp1-1 leu2-3 can1-100) modificada (estirpe YST114) para 
usarla con el degron inducible por temperatura (Dohmen et al., 1994). En todos los 
experimentos la estirpe silvestre fue YST114 (Tanaka and Diffley, 2002; Baxter and 
Diffley, 2008). El genotipo se detalla a continuación:  
 
YST114: W303-1a UBR1::pGAL-myc-UBR1 (HIS3) leu2::pCM244x3. 
 
top2-td: YST114 kanMX-tTA-tetO2-UB-DHFRts-myc-top2. 
 
cdc20-td: YST114 kanMX-tTA-tetO2-UB-DHFRts-myc-cdc20. 
 
top2-td cdc20-td: YST114 kanMX-tTA-tetO2-UB-DHFRts-myc-top2 kanMX-tTA-tetO2-
UB-DHFRts-myc-cdc20. 
 
smc2-8 top2-td: YST114 kanMX-tTA-tetO2-UB-DHFRts-myc-top2 smc2-8 TRP1. 
 
 
3.1.2. Medios y cultivo de E. coli. 
 
Los cultivos en medio líquido de las distintas estirpes se realizaron en LB (triptona 
1%, extracto de levadura 0.5%, cloruro sódico 1%, pH 7.5) a 37ºC con agitación orbital 
(250 rpm). Para la selección de transformantes se utilizó ampicilina (Roche) a 75µg/ml, 
tetraciclina a 12.5 µg/ml (Sigma) o cloranfenicol (Sigma) a 30 µg/ml. 
 
La inhibición de la Topo IV en las estirpes parE10 y C600parC1215 (con mutaciones 
termosensibles en los genes parE o parC, respectivamente) se llevó a cabo creciendo los 
cultivos a la temperatura permisiva (30ºC) hasta alcanzar la fase exponencial e 






La densidad celular en los cultivos se determinó midiendo la densidad óptica en un 
espectrofotómetro a 600 nm (OD600) frente a un blanco que contenía el medio LB sin 
células bacterianas. 
 
Los cultivos en medio sólido se realizaron en placas Petri con LB al que se añadió 
agar al 2%. Las placas se incubaron invertidas entre 16 y 18 horas a 37ºC en estufa.  
 
Todas las estirpes bacterianas se conservaron diluidas al 50% en una solución de 
glicerol (glicerol 65%, MgSO4 0.1 M, Tris-HCl 0.025 M, pH8.0) a -20ºC y a -80ºC. 
 
 
3.1.3. Medios y cultivo de S. cerevisiae. 
 
Para la selección por auxotrofía las estirpes de S. cerevisiae transformadas con el 
minicromosoma pRS316 se crecieron rutinariamente a la temperatura permisiva de 25ºC 
con agitación orbital en medio selectivo SC (Synthetic Complete) : bases nitrogenadas de 
levaduras sin aminoácidos (YNB) 0.7%, rafinosa 2% y mezcla completa de aminoácidos 
excepto uracilo, a pH 6.8.  
 
Para sincronizar los cultivos las células se crecieron en medio YPDA: medio YP 
(extracto de levadura 1%, bactopeptona 2%) suplementado con adenina a 0.1 mg/ml y 
glucosa, galactosa o rafinosa a una concentración final del 2%, a pH 5.0.  
 
Los cultivos en medio sólido se realizaron en placas Petri con el medio 
correspondiente, al que se añadió agar al 2%. Las placas se incubaron invertidas entre 2 y 
12 días a 25ºC en estufa.  
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3.1.3.1. Sincronización de cultivos de S. cerevisiae. 
 
La sincronización de cultivos en crecimiento exponencial previa al aislamiento del 
DNA replicativo del plásmido pRS316 se realizó de acuerdo con el protocolo descrito por 
Linda Breeden (Breeden, 1997), incluyendo algunas modificaciones. 
 
Todas las estipes de S. cerevisiae utilizadas fueron células haploides del tipo sexual a 
y por tanto con una respuesta normal a la feromona α-factor (Trp-His-Trp-Leu-Gln-Leu-
Lys-Pro-Gly-Gln-Pro-Met-Tyr) que provoca una parada en la fase G1 del ciclo celular. 
 
Crecimos la estirpe top2-td en medio selectivo sin uracilo (SC, rafinosa 2%, ura-), 
para mantener la selección del plásmido pRS316 (URA3), a 25ºC con agitación orbital (250 
rpm) hasta fase exponencial. Seguidamente, pasamos las células a medio YPDA (rafinosa 
2%) hasta que el cultivo alcanzó la fase exponencial (aproximadamente 1x107 células/ml). 
En este punto se pararon las células en G1 añadiendo al cultivo α-factor (Sigma) a una 
concentración final de 5 µg/ml. Tras 100-120 minutos de incubación a 25ºC con agitación 
orbital comprobamos en un microscopio de contraste de fases que más del 90% de células 
presentaban la morfología schmoo (células sin gema, alargadas y con el núcleo también 
alargado) característica del bloqueo en G1 causado por α-factor. A continuación, añadimos 
galactosa al 2% para expresar la Ubiquitina ligasa (Ubr1, E3) que ubiquitinará a la Top2 
fusionada con el degron, y doxiciclina (Sigma) a una concentración final de 50 µg/ml, para 
reprimir el promotor del gen TOP2. Seguidamente pasamos el cultivo a la temperatura 
restrictiva de 37ºC durante 1 hora para inducir el degron de manera que la Top2 fuese 
ubiquitinada y degradada por el proteasoma. Tras esa hora las células se liberaron del 
bloqueo centrifugándolas a 4000 rpm, durante 2 minutos a temperatura ambiente y 
lavándolas cuatro veces con medio YPDA (rafinosa 2%, galactosa 2%) con doxiciclina (50 
µg/ml) atemperado a 37ºC. Finalmente, se pasaron a un matraz con este mismo medio y 
con objeto de analizar los RIs de pRS316 recogimos alícuotas de 50 ml de cultivo 
(aproximadamente 1x109 células/pellet) cada 20 minutos a lo largo de 120 minutos de 
incubación a 37ºC (tomando el tiempo 0 como el momento del primer lavado), 




con agua destilada estéril. Asimismo, recogimos alícuotas de 500 µL de cultivo para su 
posterior análisis mediante citometría de flujo. 
 
Para el bloqueo con nocodazol (Sigma), un agente antimitótico que inhibe la 
polimerización de los microtúbulos, dejamos que las células replicaran su DNA en 
presencia de actividad Top2 antes de bloquearlas en metafase mediante el tratamiento con 
nocodazol. Así pues, en primer lugar las células se sincronizaron con α-factor en medio 
YPDA (rafinosa 2%) a 25ºC y se liberaron del bloqueo en medio YPDA (rafinosa 2%, 
galactosa 2%) con nocodazol a una concentración final de 10 µg/ml. Tras 90 minutos de 
incubación a 25ºC, comprobamos en un microscopio de contraste de fases que las células 
presentaban la morfología característica del bloqueo en mitosis causado por el nocodazol 
(>80% con gema). A continuación, añadimos doxiciclina a una concentración de 50 µg/ml 
y pasamos el cultivo a la temperatura restrictiva de 37ºC durante 1 hora en nocodazol. 
Después lavamos el nocodazol e incubamos las células en medio YPDA (rafinosa 2%, 
galactosa 2%) con doxiciclina (50 µg/ml) a 37ºC. Se recogieron alícuotas de ese cultivo en 
los tiempos indicados anteriormente. 
 
La estirpe con el doble degron, top2-td cdc20-td, se bloqueó en G1 con α-factor y 
tanto Cdc20 como Top2 fueron degradadas al pasar el cultivo a la temperatura restrictiva 
(37ºC). La degradación de Cdc20 (proteína activadora del complejo promotor de la 
anafase, APC) provocó el bloqueo de las células en metafase. Las células se liberaron del 








Las sales, ácidos, bases inorgánicas y compuestos orgánicos componentes de los 
medios de cultivo y de todas las soluciones empleadas proceden de las firmas AppliChem, 
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Becton-Dickinson, Genomed, Merck, MP Biomedicals, Panreac, Perkin-Elmer, Qiagen, 
Roche Applied Science y Sigma-Aldrich. 
 
Para sincronizar los cultivos de S. cerevisiae empleamos α-factor, suministrado por 
Sigma, a una concentración final de 5 µg/ml. 
 
Para romper la pared celular de las levaduras utilizamos esferas de vidrio de 0.5 mm 
de diámetro (Glass beads BioSpec Products, Inc.). 
 
En los geles unidimensionales empleamos agarosa D1 media EEO de Pronadisa y en 
los bidimensionales la agarosa SeaKem LE (Lonza). 
 
Para la extracción de RIs de geles de agarosa se usó agarosa de bajo punto de fusión 
(Certified Low Melt Agarose) de Bio-Rad.  
 
Los tampones de electroforesis empleados (TBE, TAE, TE, etc.) se prepararon según 





Las enzimas de restricción fueron suministradas por Fermentas, New England 
Biolabs y Roche Applied Science.  
 
Para el estudio de burbujas anudadas empleamos la endonucleasa de restricción 
AlwNI (New England Biolabs).  
 
Los cortes de cadena sencilla en los RIs se realizaron mediante endonucleasas de 
restricción de cadena sencilla. Sus secuencias de reconocimiento son idénticas a las de las 
endonucleasas de restricción de las que derivan, pero hidrolizan sólo una de las dos hebras 
del DNA y se denominan Nt. o Nb. seguido del nombre de la enzima según la hebra 




emplearon: Nb.BsmI, Nb.BtsI, Nt.BbvCI (suministradas por New England Biolabs) y 
Nt.Bpu10I (suministrada por Fermentas).  
 
Para la digestión en gel entre la primera y la segunda dimensión se usó EcoRI 
(Roche). 
 
Otras enzimas utilizadas fueron: lisozima (Sigma), RNasa A (Roche), proteinasa K 
(Roche),T4 polinucleótido kinasa (T4 PNK) (Roche), T4 DNA ligasa (Fermentas), 
fosfatasa alcalina de camarón boreal (SAP) (Roche), Pepsina (Sigma), β-Agarasa I (New 





Los oligonucleótidos fueron empleados para clonar la secuencia de reconocimiento 
de la endonucleasa de restricción BbvCI y también como cebadores para la secuenciación y 
confirmación de la integración de dicha secuencia en las distintas construcciones. Fueron 
suministrados por Roche y su secuencia se indica en sentido 5’→3’: 
 
512 (f) AAA TTC TCG GAG GCT GAG GTC ATG CTC GAG GAT CTT CAC 
CTA GAT CCT TTT AAA TTA AAA ATG AAG TTT T 
 
512 (r) AAA ACT TCA TTT TTA ATT TAA AAG GAT CTA GGT GAA GAT 
CCT CGA GCA TGA CCT CAG CCT CCG AGA ATT T  
 
 
3.3. Preparación de células de E. coli para su visualización mediante microscopía de 
epifluorescencia.  
 
Primeramente, fijamos las células de los cultivos correspondientes con etanol al 70% 
y las conservamos a 4ºC. Después, las centrifugamos y resuspendimos en agua destilada 
estéril. A continuación, depositamos sobre un portaobjetos 20 µl de la muestra 
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correspondiente y, una vez seca , se tiñó el DNA con medio de montaje Vectashield 
conteniendo 4,6-diamino-2-fenilindil (DAPI) a una concentración de 1.5 µg/ml (Vector 
Labs). Finalmente colocamos el cubre, sellándolo con esmalte de uñas. Las muestras se 
examinaron bajo un objetivo de 40x y se fotografiaron en un microscopio de 
epifluorescencia Axioplan Universal de Zeiss equipado con una cámara CCD digital Leica 
DFC 350 FX. 
 
 
3.4. Preparación de células de S. cerevisiae para su análisis mediante citometría de 
flujo. 
 
Las muestras para el análisis mediante citometría de flujo (FACS, Fluorescence-
activated cell sorting) se recogieron y procesaron siguiendo el protocolo de Labib y 
colaboradores (Labib et al., 1999) y se analizaron empleando el citómetro de flujo 
FACSCalibur de Becton Dickinson.  
 
 
3.5. Construcción de plásmidos y minicromosomas. 
 
En la construcción de todos los plásmidos de la serie pBR para la fosforilación de los 
oligonucleótidos empleamos T4 PNK (Roche) y para la desfosforilación de extremos 5’-
fosforilados de DNA usamos la fostatasa alcalina SAP (Roche). La extracción de los 
fragmentos de DNA de geles unidimensionales de agarosa se realizó con el QIAquick Gel 
Extraction Kit de Qiagen. Las reacciones de ligación se realizaron con 6-9 ng de vector y 
una relación molar inserto: vector de 1:3 en presencia de 10 U de DNA Ligasa T4 
(Fermentas) en un volumen final de 10-15 µL. Después de 16 horas de incubación a 18ºC 
transformamos, con todo el volumen de reacción, las células competentes de la estirpe de 
E. coli correspondiente. 
 
pBR18 (4383 bp): es un derivado de pBR322 (Bolívar et al., 1977) en donde el 
promotor del gen de resistencia a tetraciclina fue sustituido por la región polylinker de 






Figura 4. Mapa del plásmido pBR18. Sobre el mapa se indica la posición y orientación del 
origen unidireccional de replicación ColE1 (flecha verde). Los sitios de corte de las enzimas de 
restricción AlwNI y Nb.BsmI aparecen señalados sobre el mapa. En el interior se indican la 
posición y orientación del gen β-lactamasa, que confiere resistencia a ampicilina (flecha azul) 
y del gen rop (flecha negra) que codifica la proteína homodimérica de unión a RNA Rop 
(repressor of primer) implicada en la regulación del número de copias del plásmido.  
 
 
pBR512n (3899 pb): es un derivado del plásmido pBR512 (construido por L. 
Olavarrieta) en cuyos sitios DraI se clonó un fragmento que contiene la secuencia de 
reconocimiento de la endonucleasa de restricción BbvCI. 
  
pBR-TerE@StyI (4385 pb): es un derivado de pBR322-TerE@StyI construido por 
L. Olavarrieta (Olavarrieta et al., 2002a). Contiene la secuencia terminadora de la 
replicación TerE del cromosoma de E. coli entre los sitios StyI y AvaI de pBR322, en la 
orientación adecuada para bloquear el progreso de las horquillas de replicación que se 
inician en el origen unidireccional ColE1 del plásmido (Figura 5A). Esta estrategia permite 
obtener un número significativo de RIs con la horquilla replicación detenida en la 
secuencia TerE, cuando ha alcanzado el 26% de su replicación. De este modo los RIs 
acumulados contienen una burbuja interna y su masa es 1.26 veces la masa del plásmido 
no replicado, tal y como se muestra en la figura 5B.  
 
Entre los sitios PvuII y PstI se clonó el fragmento de pBR512n conteniendo el sitio 









Figura 5. Mapa del plásmido pBR-TerE@StyI. A: Mapa sobre el que se indica la posición y 
orientación del origen unidireccional de replicación ColE1 (flecha verde) y del terminador 
polar de la replicación TerE (en color rojo). Se señalan además los sitios de corte de las 
enzimas de restricción utilizadas. En el interior se indican la posición y orientación del gen β-
lactamasa, que confiere resistencia a ampicilina (flecha azul a la izquierda), del gen que 
confiere resistencia a tetraciclina (tetr) (flecha azul a la derecha), y del gen rop (flecha negra) 
que codifica la proteína homodimérica de unión a RNA Rop (repressor of primer) implicada 
en la regulación del número de copias del plásmido. B: Esquema del RI que se acumula 
cuando la horquilla de replicación se detiene al llegar a la secuencia TerE. La doble hélice 
parental se representa con los colores azul y verde y las cadenas nacientes en color rojo. 
 
 
pBR-TerE@AatII (4449 pb): es un derivado de pBR322-TerE@AatII construido 
por L. Olavarrieta (Olavarrieta et al., 2002a). Contiene la secuencia terminadora de la 
replicación TerE en el sitio AatII de pBR322 (Figura 6A).  
 
Debido a la posición del terminador respecto al origen, en este plásmido se acumulan 
RIs con la horquilla detenida cuando ha alcanzado el 60% de su replicación. Por tanto, los 
RIs acumulados contienen una burbuja interna y su masa es 1.60 veces la masa del 
plásmido no replicado (Figura 6B).  
 
Entre los sitios ClaI y PstI de este pBR322-TerE@AatII se clonó el fragmento de 











Figura 6. Mapa del plásmido pBR-TerE@AatII. A: Mapa en donde se indica la posición y 
orientación del origen ColE1 (flecha verde) y del terminador TerE (en rojo) así como los sitios 
de corte de las enzimas de restricción utilizadas. En el interior del mapa se muestra la posición 
y orientación los genes que confieren resistencia a ampicilina (flecha azul a la izquierda) y 
tetraciclina (flecha azul a la derecha), y del gen rop (flecha negra). B: Esquema del RI que se 
acumula cuando la horquilla se detiene al llegar al terminador. En azul y verde se representa la 
doble hélice parental y en rojo las cadenas nacientes. 
 
 
pBR-TerE@DraI (4433 pb): es un derivado de pBR322-TerE@DraI (construido 
por M.L. Martínez-Robles). Contiene el terminador TerE entre los sitios DraI y XhoI de 
pBR322, en la orientación adecuada para bloquear el progreso de las horquillas de 
replicación que se inician en el origen unidireccional ColE1 del plásmido (Figura 7A).  
 
En este plásmido la horquilla se detiene cuando los RIs han alcanzado un 80% de su 
replicación; de manera que dichos RIs contienen una burbuja interna y su masa es 1.80 
veces la masa del plásmido no replicado, tal y como se muestra en la figura 7B.  
 
Entre los sitios XhoI y StyI se clonó el fragmento de pBR512n conteniendo el sitio 
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Utilizamos estas construcciones para transformar células de distintas estirpes de E. 
coli que cultivamos en presencia del antibiótico correspondiente. De esos cultivos en 
crecimiento exponencial se extrajo el DNA plasmídico tal y como se describe en el 





Figura 7. Mapa del plásmido pBR-TerE@DraI. A: Mapa del plásmido sobre el que se 
indica la posición y orientación del origen de replicación ColE1 (flecha verde) y del terminador 
(en color rojo), así como los sitios de corte de las enzimas de restricción utilizadas en este 
trabajo. En el interior se indican la posición y orientación de los genes que confieren 
resistencia a ampicilina y tetraciclina (flechas azules a la izquierda y a la derecha, 
respectivamente), y del gen rop (flecha negra). B: Esquema del RI que se acumula cuando la 
horquilla de replicación se detiene al llegar a la secuencia TerE. En la representación de la 




Minicromosoma pBRS316 (4887 bp): es un derivado de pRS306 (YIp) al que se le 
han añadido las secuencias centroméricas CEN6 y el origen de replicación ARSH4 
(Autonomous replication sequence) para su estabilidad mitótica en S. cerevisiae (Sikorski 
and Hieter, 1989). En el sitio NdeI posee un inserto de 1112 kb que contiene el gen URA3 
(ver figura 8).  
 
El examen de este plásmido a lo largo del ciclo celular sirvió para estudiar, entre 







Figura 8. Mapa del minicromosoma pRS316. Sobre el mapa se indica con una flecha verde 
la posición y orientación del origen ColE1, para la replicación en E. coli. Con flecha roja se 
indica la posición y orientación de la secuencia de replicación autónoma asociada con la 
histona 4 (ARSH4), que funciona como origen para la replicación del plásmido en levaduras; 
así como la posición del centrómero (CEN6) que permite la segregación fiel del plásmido 
durante la división celular de la levaduras. Se indica además el sitio de reconocimiento de la 
endonucleasa de restricción de cadena sencilla Nt.Bpu10I. En el interior del mapa se indican la 
posición y orientación de dos genes relevantes: el gen β-lactamasa (flecha verde), empleado 
para la selección en E. coli ya que confiere resistencia a ampicilina, y el gen URA3 (flecha 
roja), que codifica una enzima para la síntesis de uracilo y sirve como marcador de selección 
en levaduras con la mutación ura3.  
 
 
3.6. Transformación de E. coli. 
 
La preparación de células de E. coli competentes y su posterior transformación se 




3.7. Transformación de S. cerevisiae. 
 
La transformación de células de S. cerevisiae se realizó según el método de acetato 
de litio descrito por Ausubel y colaboradores (Ausubel et al., 1995). 
 
 
3.8. Preparación del DNA. 
 
3.8.1. Extracción de DNA de E. coli. 
 




3.8.1.1. Extracción de DNA plasmídico de E. coli. 
 
La extracción pequeña escala de DNA plasmídico de E. coli se realizó mediante el 
QIAprep Spin Miniprep Kit de Qiagen. Para la extracción a gran escala empleamos el 
JETstar Plasmid Purification MAXI Kit de Genomed. 
 
 
3.8.1.2. Extracción de formas replicativas de DNA plasmídico de E. coli. 
 
La extracción de DNA plasmídico enriquecido en RIs a partir de cultivos de E. coli 
en crecimiento exponencial se realizó siguiendo los protocolos descritos por Ausubel y 




3.8.2. Extracción de formas replicativas de DNA del minicromosoma pRS316 en S. 
cerevisiae. 
 
Para la extracción de DNA replicativo del minicromosoma pRS316 en cultivos 
sincronizados de S. cerevisiae nos basamos en la técnica original de Huberman y 
colaboradores (Huberman, 1987) introduciendo algunas modificaciones. 
 
Los cultivos sincrónicos de las estirpes a estudiar se crecieron hasta una 
concentración de 1x109 células/ml. Las células se recogieron por centrifugación a 4000 
rpm, durante 2 minutos a temperatura ambiente y se lavaron con agua destilada estéril para 
finalmente congelar el pellet a -80ºC uno o más días. Las células se lavaron dos veces con 
agua destilada estéril fría centrifugando a 3000 rpm, durante 15 minutos a 4ºC. A 
continuación, se resuspendieron las células en 500 µL de tampón NIB frío (Nuclear 
Isolation Buffer: glicerol 17%, MOPS 50 mM, acetato de potasio 150 mM, cloruro de 
magnesio 2 mM, pH 7.2, además de espermidina 500 µM y espermina 150 µM añadidas en 




añadiendo a las células en suspensión aproximadamente el mismo volumen de esferas de 
vidrio y alternando periodos de 30 segundos de agitación en vórtex, a velocidad máxima, 
con periodos de reposo del tubo en hielo de otros 30 segundos. Una vez comprobada la 
rotura de la pared celular (mediante el microscopio óptico, Zeiss) de alrededor del 90% de 
las células, se dejó que las esferas de vidrio se fueran depositando en el fondo del tubo por 
gravedad y se recogió el sobrenadante con los protoplastos con ayuda de una pipeta. Las 
esferas de vidrio se lavaron dos veces con dos volúmenes de NIB frío. Estos lavados se 
juntaron con el sobrenadante original y los protoplastos se recogieron por centrifugación a 
8000 rpm, durante 10 minutos a 4ºC en rotor de ángulo fijo. A continuación, se lisaron las 
células incubándolas durante 1 hora a 37ºC en 500 µL de TEN 50-50-100 (Tris-HCl 50 mM, 
EDTA 50 mM, NaCl 100 mM, pH 8.0) conteniendo Sarkosyl NL-30 al 1.5% y proteinasa 
K a 300 µg/ml). Tras la incubación se centrifugó a 5000 rpm durante 5 minutos a 4ºC y se 
recogió el sobrenadante. Para eliminar las proteínas, la muestra se trató con P-CIA 25:24:1 
(fenol: cloroformo: alcohol isoamílico) varias veces (hasta que desapareció la interfase de 
color blanquecino) y una última vez con CIA 24:1 (cloroformo: alcohol isoamílico). El 
DNA se precipitó con 2.5 volúmenes de etanol 100% frío, durante 16 horas a -20ºC. Se 
centrifugó a 9000 rpm durante 1 hora a 4ºC. Se lavó una vez con etanol al 70% frío y se 
centrifugó en las mismas condiciones pero durante 15 minutos. Finalmente, se dejó secar el 
pellet y se resuspendió a una concentración final de 3x107 células/µL en agua destilada 
estéril durante, al menos, 16 horas a 4ºC.  
 
 
3.9. Digestiones enzimáticas. 
 
3.9.1. Digestión con la enzima de restricción AlwNI. 
 
Para analizar las burbujas de replicación no anudadas y las anudadas en RIs de 
plásmidos con la horquilla detenida a distintas distancias del origen, llevamos a cabo la 
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3.9.2. Digestiones con endonucleasas de restricción de cadena sencilla. 
 
Las digestiones de cadena sencilla de las formas replicativas de pBR18, pBR-
TerE@StyI, pBR-TerE@AatII, pBR-TerE@DraI y pRS316 se llevaron a cabo siguiendo 
las recomendaciones de las casas comerciales con las enzimas que se especifican a 
continuación: 
 
Para la digestión de las formas replicativas de pBR18 se utilizó Nb.BsmI. 
 
En pBR-TerE@StyI la introducción de roturas de cadena sencilla se llevó a cabo con 
Nt.Bpu10I en la región replicada y Nb.BsmI en la región no replicada de los RIs. En el caso 
los RIs de pBR-TerE@AatII se emplearon Nb.BsmI y Nb.BtsI dentro y fuera de la región 
replicada, respectivamente. Finalmente, en pBR-TerE@DraI las enzimas utilizadas fueron 
Nb.BsmI para la región replicada y Nt.BbvCI para la región no replicada de los RIs. 
 
La digestión total de las formas replicativas de DNA del minicromosoma pRS316 en 
S. cerevisiae se llevó a cabo con la endonucleasa de restricción de cadena sencilla 
Nt.Bpu10I durante 1 hora a 37ºC; mientras que el tratamiento parcial se realizó en las 
mismas condiciones pero durante 15 minutos. 
 
 
3.9.3. Digestión in situ con la enzima de restricción EcoRI entre la primera y la 
segunda dimensión. 
 
La digestión enzimática en gel antes de la segunda dimensión se llevó a cabo 
siguiendo el protocolo descrito por Martín-Parras y colaboradores (Martín-Parras et al., 
1992) con algunas modificaciones. 
 
La primera dimensión se realizó en geles a una concentración de 0.4% de agarosa 
SeaKem LE en TBE 1x y se corrió a 0.9 V/cm durante 25 horas a temperatura ambiente. 
Dos calles del gel, una con el DNA a digerir y otra con la misma muestra para ser utilizada 




dos veces con tampón TE4 1x durante 30 minutos y se incubaron también dos veces con 
100 ml del tampón de la enzima de restricción EcoRI (Roche), durante 2 horas a 
temperatura ambiente y con agitación suave. La digestión con la enzima de restricción 
EcoRI se llevó a cabo colocando la calle del gel sobre un trozo de Parafilm (Pechiney 
Plastic Packaging) dentro de una cámara húmeda a 37ºC. Sobre esa calle se añadieron 1.5 
ml del tampón de la enzima de restricción conteniendo 200 U/ml de EcoRI y se incubó 
durante 16 horas. Sobre la calle control se añadió el mismo volumen de tampón sin la 
enzima. Tras la digestión, las calles se lavaron dos veces con tampón TBE 1x durante 15 
minutos a temperatura ambiente y con agitación suave. A continuación se llevaron a cabo 
las segundas dimensiones en geles de 1% de agarosa SeaKem LE en TBE 1x que se 
corrieron a 5 V/cm durante 10-15 horas a 4ºC.  
 
 
3.10. Análisis del DNA. 
 
3.10.1. Electroforesis en geles de agarosa. 
 
3.10.1.1. Electroforesis unidimensional. 
 
El análisis del DNA por electroforesis unidimensional se realizó en geles de agarosa 
D1 media EEO, agarosa MetaPhor (para comprobar el anillamiento de los oligonucleótidos 
empleados en el clonaje) o en agarosa de bajo punto de fusión (para la extracción de RIs) a 
distintas concentraciones dependiendo del tamaño de las moléculas de DNA a analizar y 
utilizando como tampón TBE 1x o TAE 1x. Como marcador de pesos moleculares se 
utilizó DNA del bacteriófago lambda digerido con HindIII (Fermentas) o bien DNA del 
plásmido pBR322 digerido con MspI (New England Biolabs). A las muestras se les añadió, 
previamente a su carga en el gel, 1/10 de volumen de tampón de carga bicolor. 
 
Los geles se tiñeron en una solución de bromuro de etidio (Sigma) a una 
concentración de 1 µg/ml y se examinaron en un transiluminador de luz ultravioleta de 250 
nm de longitud de onda. 
 




3.10.1.2. Electroforesis bidimensional neutra-neutra. 
 
El análisis de DNA se realizó mediante electroforesis bidimensional en geles de 
agarosa. Esta técnica, basada en que tanto el tamaño como la forma de una molécula de 
DNA influyen en su movilidad electroforética, se realizó siguiendo el protocolo descrito 
originalmente por Brewer y Fangman (Brewer and Fangman, 1987) con ligeras 




3.10.1.3. Electroforesis bidimensional de formas intactas. 
 
Las condiciones de baja concentración de agarosa y bajo voltaje de la primera 
dimensión permiten separar las moléculas de DNA fundamentalmente en función de su 
tamaño. Para analizar la replicación de plásmidos bacterianos intactos así como del 
minicromosoma pRS316 en S. cerevisiae (todos ellos de un tamaño en torno a las 4 Kb), la 
primera dimensión se desarrolló en geles a una concentración de 0.4% de agarosa SeaKem 
LE en TBE 1x y se corrió a 0.9 V/cm durante 25-30 horas a temperatura ambiente. Las 
condiciones de alta concentración de agarosa y alto voltaje de la segunda dimensión 
permiten separar las moléculas de DNA fundamentalmente en función de su forma. Ésta se 
desarrolló en geles de 1% de agarosa en TBE 1x y se corrió a 5 V/cm durante 10-12 horas 
a 4ºC. 
 
En aquellos casos en los que quisimos estudiar el tipo de Wr se utilizó cloroquina 
(Sigma) como agente intercalante durante la primera y/o la segunda dimensión. Las 
concentraciones de cloroquina utilizadas, tanto en el gel de agarosa como en el tampón 
TBE 1x de la cubeta de electroforesis, fueron de 0.1 a 0.5 µg/ml y de 0.1 a 20 µg/ml en la 







3.10.1.4. Electroforesis bidimensional de formas digeridas. 
 
Para analizar la replicación de fragmentos cuyo tamaño estaba en torno a las 4 Kb, en 
la primera dimensión utilizamos geles a una concentración de 0.4% de agarosa SeaKem 
LE en TBE 1x y se corrieron a 0.9 V/cm durante 22 horas a temperatura ambiente. La 
segunda dimensión se realizó en geles a una concentración de 1% de agarosa en TBE 1x y 




3.10.2. Transferencia del DNA a soportes sólidos. 
 
Las muestras de DNA analizadas en geles de agarosa se transfirieron a membranas 
de nailon (ZetaProbe GT Blotting Membranes de Bio-Rad) según el método de Southern 
(Southern, 1975) y de acuerdo al protocolo de transferencia alcalina descrito por López-
Estraño y colaboradores (López-Estraño et al., 1998).  
 
3.10.3. Marcaje e hibridación del DNA. 
 
3.10.3.1. Marcaje de sondas de DNA no radiactivas. 
 
Las sondas de DNA (300 ng de DNA) se marcaron con digoxigenina mediante el kit 




3.10.3.2. Hibridación con sondas de DNA no radiactivas. 
 
Las membranas de nailon se incubaron en botellas cilíndricas, durante 4-6 horas a 
65ºC, en 20 ml de una solución de SSPE 2x (NaCl 360 mM, Na2HPO4.7 H2O 20 mM, 
EDTA 2mM, pH 8.0), leche descremada al 0.5%, sulfato de dextrano al 10%, SDS al 1% y 
DNA de esperma de salmón (AppliChem) a 0.5 mg/ml sonicado y desnaturalizado.  




Para la hibridación, añadimos a la solución anterior la sonda desnaturalizada a una 
concentración final de 25 ng/ml e incubamos en las botellas durante 16 horas a 65ºC. 
Transcurrido ese tiempo las membranas se sometieron a tres lavados sucesivos, de 15 
minutos cada uno, con SSC 2x/ SDS 0.1%, SSC 0.5x/ SDS 0.1%, SSC 0.1x/ SDS 0.1% 
(este último precalentado a 65ºC). Finalmente, se realizó la detección con un anticuerpo 
conjugado (Anti-Digoxigenin-AP de Roche) y un sustrato quimioluminiscente (CDP-





Los análisis densitométricos de las autorradiografías se realizaron con el programa 





Las reacciones de secuenciación se llevaron a cabo en el Servicio de Secuenciación 
Automática de DNA (SSAD) del Centro de Investigaciones Biológicas (CIB-CSIC) 




3.10.6. Enriquecimiento y aislamiento de RIs de plásmidos de E. coli en geles de 
agarosa.  
 
El enriquecimiento y aislamiento de RIs anudados, a partir de geles de agarosa de 
bajo punto de fusión, se realizó mediante la digestión de la agarosa con β-Agarasa I (New 





En primer lugar, se analizaron muestras de RIs tratados con endonucleasas de 
restricción de cadena sencilla en la porción no replicada de los plásmidos pBR-
TerE@AatII y pBR-TerE@DraI en sendos geles bidimensionales de agarosa para estudiar 
la movilidad electroforética de las moléculas de interés. Así pudimos determinar que en 
primera dimensión las formas anudadas de los RIs de ambos plásmidos migran entre los 
OCs de monómeros y los OCs de dímeros. A continuación, se analizó cada una de esas 
mismas muestras en un gel unidimensional de agarosa de bajo punto de fusión a una 
concentración del 0.4 % en TBE 1x y se corrió a 0.9 V/cm durante 36 horas a temperatura 
ambiente. La distribución de las muestras en el gel puede se indica en la figura 9A. En el 
primer pocillo de los geles se cargó DNA del bacteriófago lambda digerido con HindIII 
como marcador de peso molecular y en el segundo se colocó una alícuota de DNA del 
plásmido correspondiente que sirvió para conocer la migración de cada una de las especies 
moleculares presentes en las muestras y especialmente de guía para localizar los OCs de 
monómeros. Además, en el tercer pocillo se cargó una muestra de DNA con formas 
diméricas de pBR322 que sirvió de guía para localizar los OCs de dímeros. El resto de los 
pocillos se unieron como si fueran uno solo pero de mayor longitud para poder cargar así 
un mayor volumen de la correspondiente muestra de DNA a extraer.  
 
Una vez terminada la electroforesis se cortó cada gel en dos partes: la porción de la 
derecha (figura 9C), con la muestra de DNA a extraer, se mantuvo a 4ºC en el tampón de 
electroforesis TBE 1x. La porción de la izquierda (figura 9B), conteniendo el DNA del 
marcador de peso molecular así como una alícuota de la digestión con la endonucleasa de 
restricción de cadena sencilla y, en su caso, el DNA de dímeros de pBR322 se tiñó en una 
solución con bromuro de etidio (a una concentración de 1 µg/ml) y se examinó en un 
transiluminador de luz ultravioleta de 250 nm de longitud de onda, midiéndose la 
movilidad electroforética en centímetros de cada una de las formas de interés. De acuerdo 
con esta medición, con ayuda de un bisturí se cortó en cada gel de agarosa el fragmento 
conteniendo las moléculas a extraer (recuadro rojo en la figura 9C).  
 
 





Figura 9. Diagrama esquemático del aislamiento de los RIs anudados a partir de un gel 
de agarosa de bajo punto de fusión. A: Esquema del gel en el que se indican las condiciones 
en las que se desarrolló la electroforesis y la ubicación de las muestras. Tras la electroforesis el 
gel se dividió en dos partes: el gel representado en B se utilizó como control y del representado 
en C se aislaron los RIs anudados (enmarcados dentro de un rectángulo de color rojo) para su 
posterior análisis mediante AFM. 
 
 
Para extraer las moléculas del fragmento de gel, se digirió la agarosa de bajo punto 
de fusión con la enzima β-Agarasa I siguiendo las recomendaciones de la casa comercial, 
con ligeras modificaciones. Los fragmentos de agarosa se equilibraron, mediante dos 
lavados de 15 minutos en hielo, en el tampón 1x de la β-Agarasa I. Tras retirar el último 
tampón de lavado, los fragmentos se fundieron a 65ºC. Una vez fundidos, se incubó a 42ºC 
durante 10 minutos para equilibrar la temperatura y, a continuación, se añadió una unidad 
de β-Agarasa I por cada 150 µL de agarosa fundida y se incubó durante 1 hora a 42ºC. 
Tras esa primera hora, se volvió a añadir una unidad de β-Agarasa I por cada 150 µL de 
agarosa fundida y se incubó otra hora más a 42ºC. A continuación, se trataron las muestras 
con 0.1 volúmenes de acetato sódico 3M pH 5.2, durante 15 minutos en hielo, para 
precipitar los carbohidratos no digeridos. Se centrifugaron a 14000 rpm durante 15 minutos 
y cada sobrenadante se trató con fenol varias veces (hasta que desapareció la interfase) y 




2.5 volúmenes de etanol 100% frío, durante 16 horas a -20ºC. Se centrifugó a 9000 rpm 
durante 1 hora a 4ºC. Después se lavó una vez con etanol al 70% frío y se centrifugó en las 
mismas condiciones pero durante 15 minutos. Cada pellet se dejó secar y se resuspendió en 
agua destilada estéril durante, al menos, 16 horas a 4ºC. Para confirmar la pureza de las 
muestras extraídas chequeamos alícuotas en geles unidimensionales en condiciones de 
segunda dimensión que se transfirieron a membranas de nailon y después se hibridaron. 
 
 
3.10.7. Observación y análisis de RIs de plásmidos en E. coli mediante microscopía de 
fuerza atómica. 
 
3.10.7.1. Preparación de las muestras para su observación al microscopio de fuerza 
atómica. 
 
La microscopía de fuerza atómica es un tipo de microscopía de barrido por sondeo de 
muy alta resolución, del orden de fracciones de nanómetro, desarrollada en 1986 por Gerd 
Binnig, Calvin F. Quate y Christoph Gerber (Binnig et al., 1986). En el microscopio de 
fuerza atómica (AFM de sus siglas en inglés Atomic Force Microscope) la muestra es 
barrida en el plano de su superficie (X-Y) por una punta o sonda muy aguda, de un par de 
micras de largo y menos de 100 Å de diámetro, que se localiza al final de una 
micropalanca de 100 a 200 µm de largo y muy flexible. Esa micropalanca se hace vibrar a 
su frecuencia de resonancia mediante un actuador o escáner piezoeléctrico. Durante el 
barrido, la interacción punta-superficie provoca una flexión de la micropalanca que 
modifica la amplitud, frecuencia y fase de resonancia, mientras el actuador piezoeléctrico 
mantiene constante alguna de estas propiedades.  
 
En nuestro caso empleamos el modo de operación del AFM denominado de contacto 
intermitente (Tapping-Mode AFM, TM-AFM), en el que se mantiene constante la 
amplitud. En este modo de operación, como su propio nombre indica, la sonda está en 
contacto intermitente con la superficie de la muestra a la vez que la barre. La flexión de la 
micropalanca es registrada mediante un haz láser que se refleja en su parte posterior para 
luego alcanzar un fotodetector. La señal obtenida se introduce en un circuito o lazo de 
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retroalimentación controlado por el escáner piezoeléctrico que determina la altura (Z) de la 
sonda sobre la muestra de forma que la amplitud de oscilación de la micropalanca se 
mantenga a un nivel constante (introducido por el operador). Así, cuando la sonda 
interacciona con una característica topográfica de la muestra su amplitud decrece respecto 
a su amplitud de oscilación previa. El AFM detecta ese descenso y la sonda se levanta de 
la muestra (se aleja) para volver a alcanzar la amplitud de oscilación anterior. Finalmente, 
un ordenador registra la trayectoria de la sonda y entonces, representando la altura de la 
sonda (Z) frente a su posición sobre la muestra (X,Y), es posible trazar un mapa 
topográfico de la muestra. Se puede desplegar la información como una imagen en escala 
de grises a manera de mapa de densidades. A esa imagen se le puede agregar color para 
mejorar el contraste y así observar mejor los cambios detectados.  
 
Para ser estudiadas mediante AFM, las moléculas de DNA se deben depositar sobre 
una superficie plana, siendo la mica una de las más utilizadas. La mica recién exfoliada 
está cargada negativamente y, dado que el DNA también tiene carga negativa, es necesario 
modificar la superficie de la mica para poder depositarlo. Para ello empleamos 3-
aminopropiltrietoxisilano (APTES). Se trata de una molécula que se une covalentemente a 
la superficie de mica exponiendo su grupo amino-terminal, el cual se carga positivamente 
tras lavar con agua permitiendo así la adsorción de las moléculas de DNA. Debido a que la 
superficie de APTES-mica (AP-mica) tiene una baja densidad de carga se ha sugerido que 
la conformación de las moléculas de DNA apenas se ve alterada en la región inmediata a la 
superficie y, en consecuencia, la configuración de las moléculas adsorbidas a AP-mica es 
fiel a la geometría que presentan en solución (Lyubchenko and Shlyakhtenko, 1997). En 
definitiva, el resultado sería una imagen similar a una proyección geométrica de la 
conformación tridimensional de la molécula en un plano bidimensional.  
 
Así pues, para preparar cada muestra se colocó un disco de mica de 9.9 mm de 
diámetro sobre la cara plana de un disco metálico de 12 mm (ambos de Ted Pella, Inc.) y 
se exfolió con ayuda de cinta adhesiva. Seguidamente, se trató con una solución de APTES 
(Sigma) al 0.025% en agua desionizada (Milli-Q de Millopore) durante 1 minuto, se lavó 
con 3 ml de agua desionizada, para que los grupos amino se cargasen positivamente, y se 




correspondiente y se incubó durante 1-2 minutos de manera que se estableciese una 
interacción electrostática entre el esqueleto azúcar-fosfato del DNA, de carga negativa, y la 
superficie de AP-mica. Tras la incubación se lavó con 1 ml de agua desionizada y se secó 
con aire comprimido. 
 
Para poder determinar con más claridad la topología de las moléculas observadas 
decidimos recubrir el DNA con RecA. Se trata de una proteína de E. coli de unos 38 kDa 
(Sancar et al., 1980) que juega un papel muy importante en procesos como la 
recombinación homóloga, la inducción de la respuesta SOS y la reparación de roturas de 
DNA de doble cadena (Roca and Cox, 1997; Lusetti and Cox, 2002), entre otros. En 
presencia de ATP, o un análogo no hidrolizable, y una pequeña cantidad de un ión 
divalente (preferentemente Mg2+) RecA forma un nucleofilamento con DNA de doble 
cadena (West et al., 1980). El recubrimiento del DNA con RecA mejora sustancialmente 
su visualización bajo el AFM y permite trazar prácticamente de modo inequívoco todo el 
contorno de la molécula. Por un lado, engrosa la molécula permitiendo determinar en cada 
cruce qué hebra pasa por encima o por debajo; además, le aporta cierta rigidez reduciendo 
con ello el número de cruces fortuitos (Stasiak et al., 1981; Di Capua et al., 1982; Krasnow 
et al., 1983). Para recubrir las muestras de DNA con RecA se siguió el protocolo descrito 
por Sattin y Goh (Sattin and Goh, 2004) con ligeras modificaciones. Se incubó 1 µl de 
DNA con 6 µl de ATPγS (Sigma) a una concentración final de 1 mg/ml y 8 µl de RecA 
(New England Biolabs) a una concentración final de 0.2 mg/ml, durante 1 hora a 37ºC. 
Tras la incubación, una alícuota del DNA recubierto con RecA se depositó en AP-mica tal 
y como ha sido detallado en el párrafo anterior. 
 
 
3.10.7.2. Observación y análisis de las muestras mediante AFM. 
 
Las muestras de DNA, enriquecidas en las moléculas específicas y aisladas de geles 
de agarosa como se indica en el apartado 3.10.6., se observaron en un AFM NanoScope 
IIIa (Veeco Instruments) operando en TM-AFM en aire. Se emplearon micropalancas de 
silicio recubiertas de aluminio (Veeco), con un radio nominal de la sonda inferior a 10 nm 
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y frecuencias de resonancia en el rango de 100-200 kHz. Las imágenes fueron captadas 
con el programa NanoScope 5.12r5 y se procesaron empleando únicamente la herramienta 
Flatten, un filtro que permite eliminar artefactos en la imagen, tales como desplazamientos 
horizontales o rayas, al excluir el ruido de baja frecuencia causante de los mismos. El 
posterior análisis y medida del contorno de las moléculas se llevó a cabo mediante los 
programas NIH ImageJ 64 y Ellipse versión 2.08 (Institute of Experimental Physics, 
Kosice, Eslovaquia). Con objeto de poder comparar las imágenes obtenidas, cada una con 
distinto zoom, todas se normalizaron respecto a una imagen, con un zoom de 1.12 µm, que 






















Para estudiar los cambios topológicos que tienen lugar a medida que avanza la 
replicación en E. coli se construyeron tres plásmidos derivados de pBR322 en los que se 
clonó la secuencia terminadora de la replicación TerE a diferentes distancias del origen 
ColE1 (tal y como se describe en Materiales y Métodos). El bloqueo del progreso de la 
horquilla en esos plásmidos, denominados pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII, y pBR-
TerE@DraI, conduce a la acumulación de RIs con una masa 1.26x, 1.60x y 1.80x la masa 
de las moléculas no replicadas, respectivamente (ver figuras 5, 6 y 7 en Materiales y 
Métodos). Para analizar la topología de esos RIs se utilizó, fundamentalmente, la 
electroforesis bidimensional en geles de agarosa. 
 
 
4.1. Análisis de los RIs intactos de pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-
TerE@DraI mediante electroforesis bidimensional en geles de agarosa. 
 
En primer lugar, analizamos las formas intactas de los RIs de los tres plásmidos 
crecidos en células DH5αF’ de E. coli y comprobamos que, efectivamente, en cada uno de 
ellos la horquilla de replicación se detenía al alcanzar la secuencia TerE. En la figura 10, a 
la izquierda, se muestran las autorradiografías correspondientes y, a la derecha de cada 
una, su esquema interpretativo. La señal que aparece en la parte inferior derecha de todas 
ellas corresponde las formas superenrolladas de los monómeros no replicados, los CCCs. 
Éstos pueden sufrir roturas de cadena sencilla durante la extracción del DNA, también 
durante la primera dimensión, y en el transcurso entre la primera y la segunda dimensión, 
apareciendo un rastro horizontal y vertical en las autorradiografías, respectivamente. 
Ambos rastros hacen que los CCCs formen un ángulo recto con sus formas relajadas 
(OCs). En el vértice de ese ángulo recto se detecta una señal discreta muy tenue que 
corresponde a moléculas que sufrieron roturas de DNA de cadena sencilla entre la primera 
y la segunda dimensión (CCCs/OCs). Los CCCs y los OCs corresponden a moléculas que 
no se estaban replicando en el momento en que se detuvo el cultivo (Brewer et al., 1988; 
Schvartzman et al., 1990; Martin-Parras et al., 1998). En pBR-TerE@StyI aparece una 
señal muy tenue bajo la misma vertical que las OCs que corresponde a moléculas lineales 




la autorradiografía de este mismo plásmido, se observa un segundo ángulo recto 
ligeramente desplazado hacia la izquierda y hacia arriba del primero, que corresponde a los 
CCCs y OCs parcialmente replicados con la horquilla detenida el sitio TerE de pBR-
TerE@StyI. Para distinguirlos de los CCCs y OCs de las formas no replicativas, se 
denominan CCRIs (intermediarios de replicación covalentemente cerrados) y OCRIs 
(intermediarios de replicación relajados), respectivamente. En los otros dos plásmidos los 
CCRIs describen un arco. En el caso de pBR-TerE@AatII el arco se extiende desde la 
parte superior izquierda de la autorradiografía hasta la zona inferior y a la derecha de los 
OCs. En pBR-TerE@DraI el arco ocupa la zona central de la autorradiografía y se sitúa 
por encima de los OCs. Cada uno de los elementos de esos arcos es un topoisómero con 
distinto grado de ∆Wr (TopCCRIs). Tanto la movilidad electroforética como la abundancia 
relativa de los TopCCRIs aumenta de forma directamente proporcional a su ∆Wr. En pBR-
TerE@AatII y pBR-TerE@DraI se observa una señal muy tenue en la vertical bajo la 
acumulación de OCRIs (AccOCRIs) que corresponde a RIs con la horquilla de replicación 
rota (σRIs). 
 
Comparando las tres autorradiografías se observa que las señales correspondientes a 
las formas no replicadas (CCCs y OCs) presentan la misma movilidad electroforética ya 
que los tres plásmidos tienen tamaños muy similares (pBR-TerE@StyI 4385 bp, pBR-
TerE@AatII 4449 bp, y pBR-TerE@DraI 4433 bp). En cambio, la movilidad de las 
moléculas parcialmente replicadas varía de acuerdo con el tamaño de la porción replicada 
(Olavarrieta et al., 2002b). Dicho tamaño, además de la migración, condiciona la forma de 
los arcos de TopCCRIs y permite distinguir si se trata de un plásmido con la horquilla 
detenida en StyI, AatII o DraI. En pBR-Ter@StyI el arco se localiza bajo el ángulo recto 
formado por CCCs y OCs, en pBR-Ter@AatII atraviesa ese ángulo recto a la derecha de 
los OCs, y en pBR-Ter@DraI el arco de TopCCRIs comienza por encima del ángulo recto, 
ocupando la mitad superior de la autorradiografía. Por otro lado, en pBR-Ter@AatII y 
pBR-Ter@DraI esos TopCCRIs se distribuyen entre el que exhibe mayor movilidad 
electroforética y otro con prácticamente la misma movilidad que los OCRIs. Es decir, un 
número significativo de CCRIs poseen un Wr = 0, -1, -2, -3, etc. En cambio, estos CCRIs 
con un ∆Wr cercano a cero no se detectan en el caso de pBR-Ter@StyI. Esta diferencia se 




2002c) y precisamente en pBR-Ter@AatII y pBR-Ter@DraI el bloqueo de la horquilla 
ocurre en puntos más avanzados del proceso replicativo, de ahí que en estos plásmidos un 





Figura 10. Análisis, mediante electroforesis bidimensional en geles de agarosa, de las 
formas intactas de los plásmidos pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI 
aisladas de células DH5αF’ de E. coli. En la columna de la izquierda se muestran las 
autorradiografías. A la derecha aparece el correspondiente esquema interpretativo en donde las 
señales de las formas no replicadas se representan mediante puntos negros y las 




4.2. Análisis de RIs con la horquilla detenida a distintas distancias del origen tras la 
introducción de roturas de cadena sencilla dentro y fuera de la región replicada en 
células de la estirpe DH5αF’. 
 
A continuación estudiamos la topología de los RIs en los tres plásmidos digeridos 
dentro o fuera de su región replicada mediante el tratamiento con endonucleasas de 
restricción de cadena sencilla.  
 
4.2.1. Análisis de los RIs de pBR-TerE@StyI mediante electroforesis bidimensional en 
geles de agarosa tras su digestión con endonucleasas de restricción de cadena sencilla.  
 
En la figura 11A se muestra un mapa del plásmido pBR-TerE@StyI sobre el que se 
indican los sitios de reconocimiento para las enzimas Nt.Bpu10I y Nb.BsmI que cortan 
dentro y fuera de su región replicada, respectivamente. Debajo aparecen las 
autorradiografías que muestran el resultado de la electroforesis bidimensional tras la 
digestión correspondiente y el esquema interpretativo (B y C). En ambos casos la 
desaparición de la señal correspondiente a los CCCs indica que la digestión fue total, de 
manera que esas moléculas perdieron todo el ∆Wr y pasaron a migrar como OCs. El 
círculo de trazo discontinuo en la parte inferior derecha de las autorradiografías hace 
referencia a la posición que ocuparían los CCCs en una muestra intacta del plásmido. A la 
derecha de los OCs se extiende un arco discontinuo que corresponde a los monómeros 
anudados.  
 
En la figura 11B se aprecia un segundo arco de topoisómeros que se extiende hacia 
abajo y a la derecha de los AccOCRIs y que corresponde a RIs anudados. Esa señal se 
puede detectar porque durante la manipulación del DNA o durante la electroforesis se 
produjeron roturas que hicieron que se eliminase el ∆Wr en los RIs anudados, apareciendo 
entonces los nudos antes enmascarados por el ∆Wr.  
 
En la figura 11C se observa que al tratar la muestra con la enzima que corta en la 
región no replicada (Nb.BsmI) esa señal de RIs anudados se intensifica. Pero, sin duda, lo 




desaparece. En los esquemas las señales correspondientes a los OCs y Lms se representan 
mediante puntos negros, y las correspondientes a las moléculas parcialmente replicadas se 
representa mediante puntos de color rojo. Los arcos de puntos verdes y azules representan 





Figura 11. Análisis de los RIs de pBR-TerE@StyI mediante electroforesis bidimensional 
en geles de agarosa tras la introducción de roturas de cadena sencilla dentro o fuera de la 
región replicada. A: Mapa del plásmido sobre el que se indican los sitios de corte de las 
enzimas utilizadas. Se muestra además la posición y orientación del origen unidireccional de 
replicación ColE1 (flecha verde) y del terminador TerE (en color rojo). B: Autorradiografía del 
gel bidimensional correspondiente a la digestión con Nt.Bpu10I, dentro de la región replicada. 
A la derecha se muestra el esquema interpretativo. C: Autorradiografía del gel bidimensional 
tras la digestión en la región no replicada con Nb.BsmI. Respecto al anterior, se observa que el 
arco de CCRIs ha desaparecido y que la señal correspondiente a RIs anudados, a la derecha de 
los OCRIs, tiene más intensidad. En ambos casos, la desaparición de la señal de los CCCs 
permite comprobar que la digestión fue completa. En los esquemas, las señales 
correspondientes a los OCs y Lms se representan mediante puntos negros, y las 
correspondientes a las moléculas parcialmente replicadas mediante puntos rojos. Los arcos de 







4.2.2. Análisis de los RIs de pBR-TerE@AatII mediante electroforesis bidimensional 
en geles de agarosa tras su digestión con endonucleasas de restricción de cadena 
sencilla.  
 
En la figura 12A se señalan los sitios de reconocimiento de Nb.BsmI y Nb.BtsI sobre 
el mapa de pBR-TerE@AatII. En B y C se muestran las autorradiografías resultado de las 





Figura 12. Análisis de pBR-TerE@AatII mediante electroforesis bidimensional en geles 
de agarosa tras su digestión dentro o fuera de la región replicada. A: Mapa del plásmido 
en el que se señalan los sitios de corte de las enzimas. B: Autorradiografía del gel 
bidimensional del plásmido tratado con Nb.BsmI en la región replicada. C: Autorradiografía 
del gel bidimensional del mismo plásmido pero tratado esta vez con Nb.BstI que actúa en la 
región no replicada. En este caso desaparecen los CCRIs y aparecen en su lugar arcos de RIs 
anudados, representados por puntos en dos tonalidades de azul, que se extienden hacia abajo y 







De nuevo, no se aprecian CCCs indicando que la digestión, en ambos casos, fue 
total. Además, al igual que sucedió con pBR-TerE@StyI, el arco de CCRIs desaparece sólo 
cuando la rotura de cadena sencilla tiene lugar en la región no replicada y en su lugar 
aparecen dos arcos de topoisómeros que se extienden hacia abajo y a la derecha de los 
AccOCRIs y que corresponden a dos poblaciones RIs anudados. En esta autorradiografía 
(C) se aprecia además un arco continuo entre los OCs de monómeros y los AccOCRIs que 
corresponde a los RIs de una pequeña proporción de la población de plásmidos en los que 
la horquilla no se detiene al llegar a los complejos Ter-Tus de manera completan la 
replicación. En los esquemas se asigna a las diferentes señales el mismo patrón de color 
que en las figuras anteriores.  
 
 
4.2.3. Análisis de los RIs de pBR-TerE@DraI mediante electroforesis bidimensional 
en geles de agarosa tras su digestión con endonucleasas de restricción de cadena 
sencilla.  
 
Para introducir roturas de cadena sencilla dentro y fuera de la región replicada del 
plásmido pBR-TerE@DraI se utilizaron Nb.BsmI y Nt.BbvCI, respectivamente. Sus sitios 
de reconocimiento se señalan en el mapa de la figura 13A.  
 
En las autorradiografías (B y C) se comprueba que la digestión fue total debido a la 
ausencia de los CCCs que pasan a migrar como OCs, haciendo que la señal de estás 
últimas se incremente tanto que aparece un rastro o trailing hacia el lado izquierdo de las 
autorradiografías.  
 
Como ya sucedió con los dos plásmidos anteriores, la diferencia fundamental entre el 
tratamiento con una u otra enzima radica en la desaparición del arco de CCRIs sólo cuando 
se emplea aquella que actúa en la región no replicada (C). En su lugar, aparecen dos arcos 
de topoisómeros que se extiende a la derecha y por encima de los OCRIs y que 








Figura 13. Análisis de pBR-TerE@DraI mediante electroforesis bidimensional en geles de 
agarosa tras la digestión dentro o fuera de la región replicada. A: Mapa del plásmido 
donde se señalan los sitios de corte de las enzimas utilizadas. B: Autorradiografía del gel 
bidimensional tras el tratamiento con Nb.BsmI que actúa en la región replicada. C: 
Autorradiografía tras el tratamiento con Nt.BbvCI que actúa en la región no replicada del 
plásmido. En este caso la señal de CCRIs ha desaparecido y aparecen en su lugar dos arcos de 
topoisómeros correspondientes a distintas poblaciones de RIs anudados, que se extienden a la 
derecha y por encima de los AccOCRIs.  
 
 
4.3. Análisis plasmídico y fenotípico de la exposición a la temperatura restrictiva de 
células con la mutación parE. 
 
Tal y como se comentó en la introducción, entre otras funciones la Topo IV se 
encarga de desanudar así como de resolver los encadenados que se generan justo antes de 
que se complete la replicación del DNA (Zechiedrich and Cozzarelli, 1995; Zechiedrich et 
al., 1997; Deibler et al., 2001; Buck and Zechiedrich, 2004). Para estudiar el efecto de la 
inhibición de la Topo IV sobre ambas funciones empleamos la estirpe parE10 que posee 
una mutación termosensible en el gen parE de esta enzima manera que a la temperatura 




inactiva. El primer paso consistió en comprobar que la mutación en parE era efectiva tanto 
a nivel fenotípico como a nivel molecular. Para ello transformamos a la temperatura 
permisiva células de la estirpe con la mutación y de la estirpe silvestre (W3110) con el 
plásmido pBR-TerE@DraI, por ser aquel en el que se encuentra más avanzada la 
replicación y por tanto con mayor proporción de anudamiento y encadenamiento 
(Olavarrieta et al., 2002c). Una vez alcanzaron la fase de crecimiento exponencial, los 
cultivos de ambas estirpes se crecieron a la temperatura restrictiva (43ºC) durante una hora. 
A continuación, tomamos alícuotas para observar la morfología de las células al 
microscopio y analizamos los RIs intactos mediante electroforesis bidimensional en geles 





Figura 14. Análisis plasmídico y fenotípico de la exposición de células parE10 a la 
temperatura restrictiva. A y B: autorradiografías correspondientes al análisis de los RIs 
intactos de pBR-TerE@DraI crecido a 43ºC durante 1 hora en la estirpe silvestre W3110 o en 
la estirpe parE10 con la mutación termosensible. C y D: micrografías de las células W3110 
(Topo IV activa) y de las células parE10 (Topo IV inactiva). Se puede apreciar el patrón 
anormal de división en las células mutantes parE, en las que tanto el nucleoide como el total de 




En la figura 14A se muestra la autorradiografía del gel bidimensional de los RIs 
intactos de pBR-TerE@DraI en la estirpe W3110, junto con su esquema interpretativo en 
el que se detallan las señales correspondientes a las moléculas más abundantes: CCCs, 
OCs, CCRIs y AccOCRIs. En la estirpe parE10 se esperaría que se acumulasen 
encadenados ya que la Topo IV está inhibida y es incapaz de resolverlos (Martinez-Robles 
et al., 2009). En efecto, en la autorradiografía mostrada en 14B se aprecian los tres tipos de 
encadenados Cat A, Cat B y Cat C (arcos de color naranja, verde oscuro y verde claro, 
respectivamente), que no aparecen en la estirpe silvestre en donde la Topo IV los resuelve 
al permanecer activa incluso a 43ºC. En las figuras 14C y 14D se muestran las 
micrografías de contraste de fase de las células W3110 y parE10, respectivamente. 
Mientras que las células de la estirpe silvestre presentan la morfología característica de E. 
coli, las de la estirpe mutante tienen el clásico fenotipo Par (Hirota et al., 1968) en donde 
tanto la célula como el nucleoide presentan morfología alargada o filamentosa, 
acompañadas por células más pequeñas sin nucleoide debido al fallo en la segregación 




4.4. Análisis de RIs intactos con la horquilla detenida a distintas distancias del origen 
tras la introducción de roturas de cadena sencilla fuera de la región replicada en 
células parE10 crecidas a la temperatura restrictiva. 
 
Tras confirmar que la Topo IV resulta inhibida a la temperatura restrictiva en la 
estirpe parE10, el siguiente paso consistió en transformar células de esa estirpe con los tres 
plásmidos y crecerlas durante 1 hora a 43ºC. A continuación, se extrajeron los RIs y se 
trataron con las endonucleasas de cadena sencilla Nb.BsmI, Nb.BstI y Nt.BbvCI que cortan 
fuera de la región replicada de pBR-TerE@StyI, pBR-TerE@AatII, y pBR-TerE@DraI, 
respectivamente. En la figura 15 se muestran las tres autorradiografías y su esquema 
correspondiente. Como era de esperar, en los tres plásmidos se aprecia la presencia de 
moléculas encadenadas de tipo Cat A (arco de color naranja) junto con lo que podría ser 
una nueva población de encadenados o bien dímeros anudados (arco morado); cuestión que 






Figura 15. Análisis de los RIs de los tres plásmidos crecidos en células parE10 a la 
temperatura restrictiva y tratados con endonucleasas de cadena sencilla fuera de su 
región replicada. En los tres casos la digestión fue completa tal y como demuestra la ausencia 
de CCCs. En los esquemas interpretativos de la derecha se detallan las señales de las moléculas 
más abundantes: OCs, y Lms representados mediante puntos negros, AccOCRIs representados 
por un punto rojo, los arcos de monómeros anudados en color verde y los de RIs anudados en 
azul. En la parte superior el arco naranja corresponde a encadenados, consecuencia de la 




Dado que la Topo IV se encarga de desanudar las moléculas y que aquí se encuentra 
inhibida, esperábamos observar un aumento de RIs anudados en comparación con los geles 
bidimensionales de estos mismos plásmidos crecidos en la estirpe DH5αF’. Sin embargo, 
la proporción de RIs anudados en esta estirpe parE10A no difiere sustancialmente de la 




4.5. Análisis de los RIs del plásmido pBR-TerE@DraI en células parE10 tras la 
introducción de roturas de cadena sencilla en la región no replicada y expuestos a 
Topo IV in vitro. 
 
Para demostrar que los arcos de topoisómeros en células parE10 corresponden a 
moléculas encadenadas o anudadas cuya aparición se debe a la inhibición de la Topo IV, 
tratamos una alícuota de los RIs de pBR-TerE@DraI del experimento anterior con Topo 
IV in vitro. El resultado del análisis mediante electroforesis bidimensional se muestra en la 





Figura 16. Análisis de los RIs de pBR-TerE@DraI, en la estirpe parE10 a la temperatura 
restrictiva, tratados con Nt.BbvCI fuera de la región replicada y con Topo IV in vitro. En 
la autorradiografía se puede comprobar que tanto los arcos de moléculas encadenadas como los 






A la vista de la anterior autorradiografía, se confirma que el tratamiento con Topo IV 
resolvió el encadenamiento y el anudamiento; de ahí la desaparición de los arcos de 
moléculas encadenadas y moléculas anudadas en comparación con la autorradiografía de la 
misma muestra sin tratar con Topo IV (ver figura 15, abajo). 
 
 
4.6. Análisis de los RIs de los plásmidos con la horquilla detenida a distintas 
distancias del origen en células parE10 crecidas a las temperaturas permisiva y 
restrictiva tras su digestión con AlwNI. 
 
Para profundizar más en el estudio del anudamiento que afecta a las cromátidas 
hermanas y su resolución por parte de la Topo IV, aislamos el DNA de los tres plásmidos 
crecidos en la estirpe parE10 a las temperaturas permisiva (30º, Topo IV activa) y 
restrictiva (43ºC, Topo IV inactiva) durante 1 hora y lo digerimos con la enzima AlwNI, 
que los corta una sola vez fuera de la región replicada. Al tratar los RIs con una enzima de 
restricción que corta fuera de la región replicada (fuera de la burbuja que se acumula 
cuando la horquilla se detiene al llegar a TerE) se elimina el ∆Wr y entonces se detectan 
unas señales discretas a modo de cuentas de collar que corresponden a burbujas anudadas, 
esto es, RIs anudados (Viguera et al., 1996; Santamaría et al., 1998; Sogo et al., 1999). 
 
En la figura 17 se muestra el resultado de la electroforesis para cada uno de los tres 
plásmidos crecidos a las dos temperaturas. En la parte inferior derecha de todas las 
autorradiografías aparece la señal de las moléculas lineales (Lms). La señal que le sigue en 
intensidad y que está desplazada a la izquierda se debe a RIs acumulados con una burbuja 
interna no anudada (Viguera et al., 1996; Santamaría et al., 1998; Santamaría et al., 2000). 
Las señales en forma de cuentas de collar que aparecen hacia la derecha de los RIs 
acumulados corresponden a las burbujas anudadas (Viguera et al., 1996; Sogo et al., 1999; 








Figura 17. Análisis de los RIs de los plásmidos con la horquilla detenida a distintas 
distancias del origen en células parE10 crecidas a las temperaturas permisiva y 
restrictiva y digeridas con AlwNI. Las burbujas anudadas (representadas en color rojo) se 
detectan como señales discretas hacia la derecha de las burbujas acumuladas (en azul) cuando 
se elimina el ∆Wr mediante digestión con la enzima de restricción AlwNI. En todos los casos 
no se aprecian diferencias significativas entre las muestras procedentes de células crecidas a la 
temperatura permisiva (Topo IV activa, autorradiografía a la izquierda) y aquellas extraídas de 
células expuestas a la temperatura restrictiva durante 1 hora (Topo IV inactiva, a la derecha). 
 
 
Como se puede observar, la movilidad electroforética de las señales de burbujas 
anudadas difiere ligeramente para cada uno de los tres plásmidos. Esta señal se extiende a 
la derecha y hacia abajo de las burbujas acumuladas no anudadas en pBR-TerE@StyI, a la 
derecha y curvada por encima de las burbujas no anudadas en pBR-TerE@AatII, y a la 
derecha y aún más curvada hacia arriba en pBR-TerE@DraI. Esto indica que durante la 
primera dimensión, en la que la electroforesis transcurre en un gel de baja concentración de 




complejidad, es decir, en función del número de cruces que tengan los nudos (Stasiak et 
al., 1996; Olavarrieta et al., 2002a). Pero durante la segunda dimensión, en la que la 
electroforesis transcurre en un gel de alta concentración de agarosa y a alto voltaje, su 
movilidad cambia dependiendo de la masa de las moléculas anudadas.  
 
Respecto a la abundancia de burbujas anudadas, comparando la autorradiografía de 
cada plásmido a la temperatura permisiva con la del mismo plásmido crecido a la 
temperatura restrictiva se observa que la intensidad de la señal de burbujas anudadas no 
varía de forma significativa.  
 
De manera que la inhibición de la Topo IV a 43ºC no produce un aumento relevante 




4.7. Análisis de los RIs anudados del plásmido pBR-TerE@DraI en células parE10 
expuestos a la Topo IV in vitro y tras su digestión con AlwNI. 
 
Para demostrar que las señales en forma de cuentas de collar del experimento 
anterior se atribuyen correctamente a burbujas anudadas, tomamos una alícuota de RIs de 
pBR-TerE@DraI de dicho experimento digeridos con AlwNI y la tratamos además con 
Topo IV in vitro antes de proceder a realizar la electroforesis bidimensional.  
 
El resultado se muestra en la figura 18. Se observa la desaparición del arco de 
burbujas anudadas tras el tratamiento con Topo IV en comparación con la autorradiografía 
de la misma muestra sin tratar (ver figura 17, abajo).  
 
El perfil densitométrico que acompaña a la autorradiografía muestra que, en efecto, 
tras el tratamiento con Topo IV la única señal que persiste corresponde a las burbujas 







Figura 18. Análisis de los RIs anudados de pBR-TerE@DraI crecidos en células parE10 a 
43ºC y expuestos a AlwNI y Topo IV in vitro. En la autorradiografía se puede comprobar la 
desaparición del arco de burbujas anudadas tras el tratamiento de la muestra con Topo IV 
comercial. Debajo se muestra el perfil densitométrico en donde la única señal es la de las 
burbujas acumuladas no anudadas. 
 
 
4.8. Análisis de los RIs anudados del plásmido pBR-TerE@DraI en células parE10 
crecidas distintos tiempos a la temperatura restrictiva y tras su digestión con AlwNI. 
 
El hecho de no hallar diferencias significativas entre los geles bidimensionales de las 
muestras de DNA de células parE10 crecidas a la temperatura permisiva o restrictiva (ver 
figura 17) nos llevó a estudiar más en detalle la inhibición de la Topo IV por temperatura. 
Para ello transformamos a 30ºC células silvestres W3110 y de la estirpe parE10 con pBR-
TerE@DraI. Una vez alcanzada la fase logarítmica, se pasó el cultivo de la estirpe W3110 
a 43ºC y se tomó una muestra (tiempo cero). Las células parE10 se pasaron también a esta 






Figura 19. Análisis de los RIs anudados de pBR-TerE@DraI crecido distintos tiempos a 
la temperatura restrictiva. A la izquierda se muestra el resultado de las electroforesis 
bidimensionales de pBR-TerE@DraI crecido en la estirpe silvestre a 43ºC y en parE10 a esa 
misma temperatura durante una o dos horas. Cada autorradiografía fue escaneada y la región 
donde migraron las señales de las burbujas no anudadas (en azul) y anudadas (en color rojo) 
fue analizada por densitometría para determinar la proporción de estas últimas. Los perfiles 




Finalmente, se aisló el DNA de cada muestra, se trató con AlwNI y se analizó 
mediante electroforesis bidimensional. En la figura 19 se muestran las autorradiografías y 
los perfiles densitométricos de la zona donde migraron las señales correspondientes a las 







El área total de las señales se midió usando el programa NIH Image J64. En cada 
caso, calculamos la proporción de burbujas anudadas comparando su área con el área total. 
A la vista de los resultados, dicha proporción permaneció prácticamente constante para los 
distintos tiempos de inhibición de la Topo IV: 0.50 a tiempo cero, 0.50 a los 60 minutos, y 
0.49 tras 120 minutos a 43ºC. 
 
 
 4.9. Análisis de los RIs anudados del plásmido pBR-TerE@DraI en células DS9038 y 
DS9039 tras su digestión con AlwNI. 
 
Se ha descrito la formación de RIs anudados como intermediarios durante la 
recombinación entre cromátidas hermanas mediada por el sistema XerCD. Este sistema 
emplea las dos tirosina recombinasas, XerC y XerD que le dan nombre y está implicado en 
asegurar que los plásmidos circulares y los cromosomas sean monoméricos antes de la 
segregación en la división celular, es decir, resuelve dímeros (Colloms et al., 1997; Cornet 
et al., 1997). Se ha propuesto que, además de convertir dímeros en monómeros, podría 
también desencadenar monómeros encadenados in vivo en una reacción en la que hay una 
interconversión del monómero encadenado en un dímero anudado, y en cada uno de los 
siguientes pasos se va simplificando la topología para finalmente dar lugar a dos 
monómeros libres (Ip et al., 2003; Grainge et al., 2007). 
 
Para comprobar si el sistema de recombinación XerCD era o no responsable de los 
RIs anudados, transformamos las estirpes DS9038 y DS9039 defectivas en los genes xerC 
y xerD, respectivamente, con el plásmido pBR-TerE@DraI. Las correspondientes 
muestras DNA se trataron con AlwNI y se sometieron a electroforesis bidimensional.  
 
Si el sistema XerCD fuese el responsable de los RIs anudados, se esperaría que éstos 








Figura 20. Análisis de los RIs anudados de pBR-TerE@DraI en células mutantes xerC y 
xerD tras su digestión con AlwNI. En los esquemas interpretativos las señales de las burbujas 
no anudadas se representan en color azul y las de las burbujas anudadas en color rojo. Debajo 
de cada autorradiografía se muestra el perfil densitométrico correspondiente a la zona donde 
migraron las burbujas anudadas y no anudadas, junto con la proporción de anudamiento. 
 
 
En la figura 20 se muestran las autorradiografías en donde se observa que la señal 
correspondiente a los RIs anudados (burbujas anudadas) sigue estando presente. Debajo se 
muestran los análisis densitométricos que confirman que el nivel de RIs anudados en las 
estirpes DS9038 y DS9039 no difiere significativamente del encontrado en el resto de 
estirpes analizadas hasta ahora. Esto nos permite concluir que las proteínas XerC y XerD 
no están implicadas en el anudamiento de las cromátidas hermanas. 
 
 
4.10. Análisis de RIs con la horquilla detenida a distintas distancias del origen 
mediante AFM. 
 
Para confirmar mediante AFM la naturaleza de las moléculas identificadas como RIs 
anudados obtuvimos muestras enriquecidas en esas moléculas a partir de geles 




fusión, tal y como se describe en el apartado 3.10.6. de Materiales y Métodos. La 
obtención de muestras enriquecidas en RIs anudados de pBR-TerE@StyI quedó descartada 
ante la escasez de tales moléculas en ese plásmido dado el pequeño tamaño de su región 
replicada . Mediante una electroforesis en condiciones de segunda dimensión, analizamos 
varias alícuotas de las muestras obtenidas para comprobar la eficacia de la técnica de 
enriquecimiento. El resultado obtenido, tras transferir a una membrana e hibridar, se 





Figura 21. Validación, mediante Southern blot, del enriquecimiento en RIs anudados de 
las muestras pBR-TerE@AatII y pBR-TerE@DraI. En A se muestra la autorradiografía 
correspondiente a pBR-TerE@AatII y en B la del plásmido pBR-TerE@DraI. Sobre cada una 
de ellas se indica la identidad de la muestra a la que pertenece cada patrón de bandas, y a la 




En el caso de pBR-TerE@AatII (figura 21A) la primera calle corresponde a una 
muestra de DNA intacto. En la segunda calle se colocó una muestra de formas diméricas 
de pBR322 que sirvió de guía para localizar las OCs de dímeros (OCsd), por debajo de las 
cuales migran las formas anudadas. En las otras dos calles se cargaron las alícuotas del 
DNA obtenido tras enriquecer la muestra y en ellas se pueden observar un rastro o trailing 
junto con bandas discretas que corresponden a los RIs anudados. En el caso de pBR-
TerE@DraI (figura 21B) en la primera calle se colocó DNA intacto, en la segunda una 
alícuota de ese mismo DNA tratado con Nt.BbvCI, y en la tercera calle la muestra de 
dímeros de pBR322. Esta última permite localizar las formas anudadas en las tres últimas 
calles en donde se cargaron alícuotas de las muestras enriquecidas. En esas alícuotas se 
observa la presencia de un rastro o trailing acompañado de bandas discretas. Estas últimas 
corresponden a RIs anudados y no se detectan en la muestra idéntica pero sin enriquecer, 
cargada en la segunda calle del gel. En resumen, para ambos plásmidos se confirmó que 
efectivamente las muestras estaban enriquecidas en las moléculas de interés. 
 
 
4.10.1. Comparación de la visualización de moléculas de DNA desnudas y recubiertas 
con RecA. 
 
El siguiente paso consistió en depositar las muestras de DNA enriquecidas sobre una 
superficie plana para su observación mediante TM-AFM en aire, tal y como se detalla en el 
apartado 3.10.7.1. de Materiales y Métodos.  
 
En la figura 22 se muestra una de las imágenes obtenidas. En ella se puede apreciar 
la complejidad de las formas que adoptan las fibras de DNA desnudo además de su 
pequeño diámetro y su escasa altura sobre la superficie de AP-mica (2-4 nm). Todo lo 
anterior dificulta en gran medida un estudio topológico detallado y por ello decidimos 
recubrir el DNA con la proteína RecA. Esta estrategia permite determinar con más claridad 
la topología de las moléculas observadas ya que la unión de RecA al DNA elonga la 
molécula en aproximadamente un 50% (Di Capua et al., 1982), es decir, aumenta en torno 
a 1.5 veces la longitud del contorno del plásmido. Además, la altura del complejo DNA-




nm, ver barras del dato de altura en la figura 23), y es posible identificar qué parte de la 





Figura 22. Visualización de moléculas de DNA mediante TM-AFM. Micrografía de 
moléculas de DNA desnudas correspondientes a una muestra de pBR-TerE@AatII. La escala 
para el dato de altura se muestra a la izquierda de la imagen. La barra representa 250 nm. 
 
 
En la figura 23A y 23B se muestran ejemplos de moléculas sin recubrir con RecA (a 
la izquierda) frente a otras que sí fueron recubiertas con RecA (a la derecha). En la figura 
24 aparece un RI de pBR-TerE@AatII y otro de pBR-TerE@DraI en los que una pequeña 
región (señalada mediante una flecha roja) quedó sin recubrir con RecA. Al comparar esa 
región de DNA desnudo con el resto de la molécula se puede apreciar la clara mejora de 







Figura 23. Comparación de la visualización mediante TM-AFM de moléculas de DNA 
desnudas y recubiertas con RecA. En A y B se comparan moléculas de DNA desnudas (a la 
izquierda) frente a otras que fueron recubiertas con RecA (a su derecha). Las barras 








Figura 24. Ejemplos de RIs de pBR-TerE@AatII (A) y pBR-TerE@DraI (B) 
parcialmente recubiertos con RecA. Las flechas rojas indican la porción de DNA desnudo en 
ambas moléculas. Las barras representan 250 nm. A la derecha se muestra la escala para el 
dato de altura. 
 
 
4.10.2. Comparación de la visualización en dato de altura y dato de fase. 
 
Los dos parámetros más comúnmente utilizados para la visualización de imágenes en 
TM-AFM son la altura y la fase. El dato de altura (Height data) o topografía es a menudo 
el dato más útil y fiable que se puede obtener del AFM. Es la obtención estándar de 
imágenes topográficas y emplea unidades de distancia (µm o nm). El dato de fase (Phase 
data) se obtiene de la diferencia entre la amplitud de oscilación que tiene de partida la 
micropalanca y la que provoca su contacto con la superficie de la muestra. Es un parámetro 
útil ya que distintos materiales provocan diferentes cambios en la amplitud de oscilación 
de la micropalanca debido a que ésta depende de diferencias en adhesión, fricción y 
viscoelasticidad. Este parámetro permite obtener imágenes (llamadas comúnmente 
imágenes de contraste de fase) con mucha sensibilidad, detectando por ejemplo finas o 




En la figura 25 se muestra un ejemplo de los dos tipos de imágenes obtenidas para 






Figura 25. La obtención de imágenes mediante el parámetro fase proporciona 
información a escala nanométrica acerca de la estructura de la superficie de la muestra. 
A la izquierda se muestra la imagen de un RI de pBR-TerE@DraI obtenida con el parámetro 
altura y a la derecha una imagen de la misma molécula obtenida con el parámetro fase. Debajo 
se muestra el esquema interpretativo. Los dúplex parentales se dibujan en verde y azul, 
mientras que en los dúplex hijos las hebras nacientes se dibujan en rojo. Los números se 
refieren a la longitud relativa de cada brazo. Las flechas negras indican la direccionalidad de 
los dúplex hijos. Las flechas de color verde y azul representan los cruces. En este caso una 
cromátida cruza una vez sobre sí misma y dos veces sobre su cromátida hermana. La barra 






Bajo las imágenes se muestra un esquema interpretativo en donde los dúplex 
parentales se dibujan en verde y azul, y las hebras nacientes de los dúplex hijos se dibujan 
en rojo. Tras medir la región no replicada y las cromátidas hermanas se calculó la longitud 
relativa de cada brazo respecto a la longitud total de la molécula. Las flechas negras 
indican la direccionalidad de los dúplex hijos. Las flechas de color verde y azul 
representan los cruces. Gracias a la imagen de contraste de fase es posible determinar que 
dos de esos cruces son de una de las cromátidas sobre su cromátida hermana y el tercero 
sobre sí misma. Cabe destacar que en esa imagen también se pueden apreciar las 
estriaciones características del complejo DNA-RecA que tienen una periodicidad de unos 
10 nm (Di Capua et al., 1982). 
 
 
4.10.3. Visualización de RIs del plásmido pBR-TerE@AatII. 
 
En la figura 26 se muestran micrografías de RIs del plásmido pBR-Ter@AatII 
recubiertos con RecA. Para la representación de los RIs en los esquemas de la derecha se 
sigue el mismo patrón de colores y símbolos empleado en el RI de la figura 25. En A se 
muestra un RI sin cruces en el que la región no replicada del plásmido representa un 0.387 
de la molécula, mientras que un 0.621 y 0.606 corresponde a cada cromátida hermana. 
Esto es debido a que en estos plásmidos las horquillas de replicación se detienen al llegar a 
la secuencia TerE, es decir, cuando han recorrido aproximadamente un 60% de la 
molécula. Las demás imágenes corresponden a RIs con cruces de la porción no replicada 
sobre las cromátidas (B y E), o de una cromátida sobre su hermana (C y D).  
 
En la figura 27 se muestran tres RIs anudados. El que aparece en A es un RI con un 
nudo tres cruces de una de las cromátidas consigo misma (nudo intra-cromátida). En el 
diagrama de su derecha se indica la mano (flechas azules y verdes) y el signo de los 
mismos. En B y C se muestran otras imágenes de RIs con nudos de tres cruces pero en este 







Figura 26. Visualización de RIs de pBR-TerE@AatII mediante TM-AFM. A la derecha de 
cada imagen se muestra un diagrama interpretativo. En A se muestra un RI sin cruces que tiene 
una pequeña región sin recubrir en la horquilla derecha. En el RI mostrado en B la región no 
replicada cruza sobre una cromátida y en el mostrado en E sobre las dos. En C y D se muestran 







Figura 27. Visualización de RIs anudados de pBR-TerE@AatII mediante TM-AFM. Las 
flechas verdes y azules señalan la mano de cada cruce y los signos indican si es negativo o 
positivo. En A, se muestra un RI que tiene un nudo de tres cruces (los tres de signo negativo) 
en una de sus cromátidas. Debajo se muestran dos RIs en donde existe un nudo de tres cruces 
entre las dos cromátidas hermanas (nudo inter-cromátidas). En un caso los tres cruces del nudo 
son de signo negativo (B), mientras que en el otro son signo positivo (C). La barra representa 










Figura 28. Visualización de RIs de pBR-TerE@DraI mediante TM-AFM. En el diagrama 
interpretativo se sigue el esquema de color y símbolos de figuras anteriores. En A se muestra 
un RI sin cruces. Debajo, en B, C, D y E, se muestran RIs con cruces. En D una molécula 
lineal, representada con un trazo punteado, reposa sobre el RI. La barra representa 250 nm. La 






En la figura 28 se muestran imágenes de RIs de pBR-Ter@DraI recubiertos con 
RecA. En A se muestra un RI sin cruces, y a la derecha su esquema interpretativo sobre el 
que se señala que la región no replicada representa un 0.186 de la molécula mientras que 
un 0.814 corresponde a cada dúplex hijo; pues en estos plásmidos las horquillas de 
replicación se detienen cuando han recorrido aproximadamente un 80% de la molécula. En 
B, C, D y E se muestran imágenes de RIs con cruces. 
 
La figura 29 sirve para ilustrar la importancia de asignar la mano y el signo a cada 
uno de los cruces de un RIs para determinar si realmente está anudado. Ambas moléculas 





Figura 29. El estudio de cada cruce permite discernir si se trata o no de un RI anudado. 
Las micrografías corresponden a RIs de pBR-TerE@DraI que, pese a presentar tres cruces, no 
están anudados. A lado de cada cruce se indica la mano con flechas verdes y azules, y el signo 




 En la figura 30 se muestran tres RIs que sí presentan nudos entre las cromátidas 
hermanas. Los mostrados tanto en 30A como en 30B son nudos de tres cruces pero de 
distinto signo. El RI mostrado en 30C presenta cuatro cruces pero uno de ellos se puede 






Figura 30. Visualización de RIs anudados de pBR-TerE@DraI mediante TM-AFM. En A 
y B se muestran dos RIs cada uno con un nudo de tres cruces pero de distinto signo. El RI 
mostrado en C presenta cuatro cruces y tres de ellos conforman un nudo de tipo trefoil. La 





4.11. Estudio del destino de las moléculas anudadas al término de la replicación. 
 
Una vez que se ha completado la replicación, los cruces a modo de pre-
encadenamiento entre las cromátidas hermanas se convierten en encadenamiento que la 
Topo IV se encarga de resolver para permitir la correcta segregación de los dúplex hijos 
(Zechiedrich and Cozzarelli, 1995; Zechiedrich et al., 1997; Lucas et al., 2001). De igual 
modo, los cruces de los nudos surgidos entre las cromátidas hermanas en los RIs pasan a 
convertirse en encadenamiento al final de la replicación y se resuelven como tales. 
 
En la zona superior de las autorradiografías de la figura 15, correspondientes al 
análisis de RIs intactos de los tres plásmidos crecidos en la estirpe parE10 a la temperatura 
restrictiva y tratados con endonucleasas de cadena sencilla fuera de su región replicada, se 
hace evidente la presencia de dos arcos o familias diferentes de topoisómeros. La familia 
más abundante (coloreada en naranja en los diagramas) muestra menos movilidad 
electroforética en primera dimensión y corresponde a los Cat A. En cuanto a la familia 
menos abundante (en color morado), que migró más durante la primera dimensión, existen 
dos posibles interpretaciones. Por un lado, podría tratarse de dímeros anudados como 
señalan los trabajos de Martín-Parras y colaboradores y de Martínez-Robles y 
colaboradores (Martin-Parras et al., 1998; Martinez-Robles et al., 2009). Por otro lado, tal 
y como sugieren Adams y colaboradores (Adams et al., 1992) es posible que esa familia 
corresponda a encadenados en donde uno de los monómeros presenta un nudo. El origen 
de tales monómeros anudados podría hallarse en los nudos intra-cromátida que tienen lugar 
en los RIs y que no habrían sido resueltos por la Topo IV; a diferencia de lo que sucede 
con los nudos inter-cromátidas que la enzima resuelve como si se tratase de encadenados 
para asegurar la correcta segregación de las moléculas hijas. 
 
Dado que los plásmidos del experimento anterior presentan un impedimento para el 
avance de la horquilla de replicación (el terminador TerE localizado a distintas distancias 
del origen) cabría interpretar que la aparición de ese segundo arco sólo tiene lugar cuando 
está impedida o afectada de algún modo la progresión de la horquilla. Para tratar de 
dilucidar si ese era el caso, realizamos una serie de experimentos empleando el plásmido 




En la figura 31 se muestra la autorradiografía del gel bidimensional de pBR18 
crecido a 42ºC durante 1 hora en células C600parC1215 y tratado con Nb.BsmI. De nuevo 
se puede apreciar la presencia del segundo arco pese a que en este plásmido no existe 





Figura 31. Análisis del plásmido pBR18 crecido en la estirpe C600parC1215 a la 
temperatura restrictiva y tratado con Nb.BsmI. A la derecha de la autorradiografía se 
muestra el correspondiente diagrama interpretativo. Además de los Cat A (arco de color 
naranja) se puede apreciar la presencia del segundo arco (en color morado) pese a que en este 
plásmido no existe ningún bloqueo de la horquilla de replicación.  
 
 
Las células C600parC1215 poseen una mutación termosensible en el gen parC de la 
Topo IV que hace que la enzima se inhiba a la temperatura restrictiva de 42ºC. A 
diferencia de la estirpe parE10, también termosensible y empleada anteriormente, la 
C600parc1215 no es defectiva en la proteína RecA, de manera que presenta multímeros. 
Esta última característica resultó de gran utilidad para el siguiente experimento que 
consistió en determinar si el segundo arco correspondía o no a dímeros anudados. Para tal 
propósito se sometió una muestra de pBR18 idéntica a la del experimento anterior a una 
electroforesis bidimensional en la que se realizó una digestión parcial en gel con EcoRI 







Figura 32. Diagramas representativos del resultado de la electroforesis bidimensional 
tras la digestión parcial con EcoRI antes de la segunda dimensión. En A se muestra el 
diagrama de la muestra control de pBR18 crecida en C600parC1215 a 42ºC, una hora y tratada 
con la endonucleasa de cadena sencilla pero sin digerir en gel. Los diagramas en B y C 
muestran los distintos resultados tras la digestión en gel antes de la segunda dimensión 




En la figura 32 se muestran los diagramas con los distintos resultados esperados en 
función de la identidad del segundo arco. Dado que pBR18 posee un solo sitio de 
reconocimiento para EcoRI, cuando la digestión parcial afecta a cualquiera de los dos 
monómeros componentes de un Cat A, ese monómero se convierte en un lineal y pasa a 
migrar a la altura de los Lms; mientras que el otro componente del Cat A, no digerido, se 
libera del encadenamiento como un monómero relajado y pasa a migrar a la altura de los 
OCms. En cuanto al segundo arco (en color morado), si estuviese formado por 
encadenados en donde uno de los monómeros presenta un nudo (figura 32B), una digestión 
parcial convertiría a ese monómero anudado en un lineal. En cambio, cuando la digestión 
afectase al otro componente no anudado ese se convertiría en un lineal, mientras que el 
monómero anudado se liberaría del encadenamiento y pasaría a migrar a la altura del 
monómero anudado (Knm) con el número de cruces correspondiente. No obstante, cabe 
destacar que es muy probable que no fuese posible detectar el rastro de dicha migración ya 




total de moléculas presentes en el gel. Además, el primer monómero anudado (el más 
abundante, con un nudo de tres cruces) migra en segunda dimensión a la misma altura que 
las OCs y es ahí donde pasarían a migrar la mayoría de los monómeros anudados no 
digeridos componentes de ese segundo arco de encadenados; de tal manera que el rastro de 
los monómeros anudados se solaparía con el de los OCs provenientes de la digestión 
parcial de los Cat A. Finalmente, si el segundo arco correspondiese a dímeros anudados 
(figura 32C), estos presentarían dos sitios de reconocimiento para EcoRI. Entonces, en 
unos casos la digestión parcial con la enzima afectaría solo a uno de sus sitios y se liberaría 
el dímero linearizado, que pasaría a migrar a la altura de la señal de Ld; mientras que en 
otras moléculas la enzima actuaría en sus dos sitios de reconocimiento y se liberarían los 





Figura 33. Análisis mediante digestión en gel del DNA de pBR18 crecido en la estirpe 
C600parC1215 a la temperatura restrictiva y tratado con la endonucleasa de cadena 
sencilla Nb.BsmI. A: autorradiografía del control que se trató de forma idéntica al fragmento 
de gel digerido pero sin añadir la enzima. B: resultado de la digestión parcial en gel, entre la 
primera y la segunda dimensión, con EcoRI. La comparación con los diagramas de la figura 32 





En la figura 33 se muestran el control sin digerir (A) y el resultado de la digestión 
parcial con EcoRI antes de la segunda dimensión (B). A la vista de este último podemos 
concluir que el segundo arco no corresponde a dímeros anudados. 
 
La transformación de células de las estirpes DS9039 y N4971 con pBR18 sirvió para 
confirmar que ese segundo arco no se debe a dímeros anudados surgidos como 
intermediarios en procesos de recombinación. Ambas estirpes carecen de las proteínas 






Figura 34. Análisis del plásmido pBR18 crecido en las estirpes DS9039 y N4971. Los geles 
bidimensionales realizados tras la digestión parcial con Nb.BsmI (se aprecian restos de CCCs) 
muestran que, además del arco de Cat A (de color naranja), sigue estando presente el segundo 




Los geles bidimensionales en la figura 34 muestran que el segundo arco sigue 
estando presente pese a que en las células no operan los correspondientes sistemas de 
recombinación. Es decir ese segundo arco no está constituido por dímeros anudados 
surgidos durante el desencadenamiento de monómeros por parte del sistema XerCD o 
como consecuencia de procesos de recombinación en los que intervienen las proteínas 
RuvA, RuvB, RuvC y RecG. 
 
 
4.12. Estudio de la topología del minicromosoma pRS316 a lo largo del ciclo celular 
en cultivos sincronizados de S. cerevisiae. 
 
En eucariotas, la mayoría de las uniones topológicas entre las hebras del DNA son 
eliminadas durante la replicación por la acción de las topoisomerasas I y II (Wang, 2002). 
No obstante, muchas de esas uniones dan como resultado moléculas de DNA encadenadas 
una vez completada la replicación (Sundin and Varshavsky, 1980, 1981). Dicho 
encadenamiento sólo puede ser resuelto por la Top2 (Holm et al., 1985). Dado que se 
requieren los husos mitóticos para que el desencadenamiento sea completo, se asume que 
éste ocurre sólo tras la segregación cromosómica durante la anafase (Holm et al., 1985). 
Sin embargo, las cromátidas hermanas parecen estar completamente desencadenadas antes 
de su separación física por parte del huso (Uhlmann et al., 2000; Oliveira et al., 2010). 
 
En procariotas se ha demostrado que el ∆Wr promueve el desencadenamiento por 
parte de la Topo IV (Zechiedrich et al., 1997; Hardy et al., 2004; Martinez-Robles et al., 
2009). Nos preguntamos entonces si en células eucariotas los cambios topológicos en el 
DNA durante la mitosis contribuyen al desencadenamiento. Para estudiarlo analizamos la 
topología del DNA in vivo mediante pRS316, un minicromosoma que contiene un origen 
de replicación de levaduras y un centrómero y cuyo comportamiento a la hora de segregar 
imita el de los cromosomas endógenos. Las moléculas de pRS316 son en su mayoría 
desencadenadas poco después de la replicación del DNA en presencia de niveles normales 
de Top2 (Figura 35A); de manera que, para obtener una población enriquecida en DNA 
encadenado que pudiera ser examinado a lo largo de las distintas etapas del ciclo celular, 




2008). La replicación del DNA de pRS316 en ausencia de Top2 lleva a la acumulación de 
Cat C en donde ambos monómeros presentan ∆Wr (-). 
 
 
4.12.1. Estudio de la movilidad electroforética en geles unidimensionales de pRS316 




Figura 35. Los minicromosomas encadenados experimentan un cambio topológico in vivo 
durante la mitosis. Células silvestres y de la estirpe top2-td se bloquearon con α-factor con un 
contenido de DNA equivalente a la fase G1 y la proteína Top2-td fue degradada. A 
continuación se liberaron las células de forma sincrónica en el ciclo celular y se analizaron a 
intervalos regulares. Se tomaron muestras en la fase de crecimiento exponencial (25ºC), antes 
de liberarlas del bloqueo en G1 (0), y a los distintos tiempos que aparecen indicados para el 
análisis del contenido en DNA mediante FACS (A) y el estudio de la topología del plásmido 
(B) mediante electroforesis unidimensional en geles de agarosa al 0.8%. En la autorradiografía 
se indica la movilidad electroforética de los CCCs y OCs de monómeros y de los Cat C. 
Mediante una barra se indica la transición de Cat C a Cat C*. Como control se analizó en las 
mismas condiciones una muestra de 5 ng de DNA monomérico y superenrollado de pRS316 




Al estudiar la movilidad electroforética, en un gel unidimensional, de este 
minicromosoma en un cultivo sincronizado de la estirpe top2-td observamos un cambio 
significativo en la movilidad de los Cat C entre 40 y 80 minutos, cuando las células 
empezaron a entrar en anafase (Figura 35B). Pasamos entonces a designar como Cat C a 




4.12.2. Estudio de la movilidad electroforética en geles bidimensionales de pRS316 
durante la fase S del ciclo celular en la estirpe top2-td. 
  
Decidimos emplear la electroforesis bidimensional en geles de agarosa para analizar 
con mayor resolución las diferentes formas topológicas de pRS316 durante la replicación 
en ausencia de Top2, es decir, entre los minutos 20 y 40 del ciclo celular. Para ello, células 
de la estirpe top2-td se bloquearon con α-factor en G1 (esto es, con un contenido de DNA 
equivalente a G1) y la proteína Top2-td fue degradada. A continuación se liberaron las 
células de forma sincrónica en el ciclo celular y se tomaron muestras en la fase de 
crecimiento exponencial (25ºC), antes de liberarlas del bloqueo (0), y entre los tiempos 20 
y 40 a intervalos de 5 minutos. Alícuotas de estas últimas muestras (de 20, 25, 30, 35 y 40 
minutos) se sometieron a electroforesis bidimensional en geles de agarosa. El resultado se 
muestra en la figura 36. Ya en el minuto 20 se empiezan a detectar Cat C. A partir del 
minuto 30 su presencia se hace patente al tiempo que se detectan también los otros dos 
tipos de encadenados, Cat B y Cat A. 
 
Para verificar la acumulación de Cat C a partir del minuto 30, incubamos las 
muestras con Nt.Bpu10I y las sometimos a electroforesis bidimensional tal y como se 
muestra en la figura 37. El tratamiento con esta endonucleasa elimina todo el ∆Wr presente 
en los Cat C y Cat B convirtiéndolos en Cat A. Sobre el arco único de Cat A se puede 
medir el número de cruces de los encadenados ya que la movilidad de cada topoisómero es 
proporcional al número de cruces intermoleculares entre los plásmidos. Desde el primer 
topoisómero del arco (localizado en el extremo superior izquierdo de la autorradiografía) 






Figura 36. Análisis de las formas intactas de pRS316, aislado de células top2-td de S. 
cerevisiae, mediante electroforesis bidimensional en geles de agarosa. Se muestran las 
autorradiografías de las muestras transcurridos 20, 25, 30, 35 y 40 minutos en la fase S, así 
como un esquema interpretativo en donde las señales de las formas no replicadas se 
representan en color negro y las de las moléculas encadenadas, Cat A, Cat B y Cat C, se 





Figura 37. Análisis de pRS316, aislado de células top2-td de S. cerevisiae, mediante 
electroforesis bidimensional en geles de agarosa tras el tratamiento con la endonucleasa 
de cadena sencilla Nt.Bpu10I. Se muestran las autorradiografías de las muestras 
correspondientes a 20, 25, 30, 35 y 40 minutos en la fase S. En el esquema interpretativo de las 




4.12.3. Estudio de la movilidad electroforética en geles bidimensionales de pRS316 
durante la mitosis en la estirpe top2-td. 
 
Tras el análisis de muestras del plásmido durante la replicación en ausencia de Top2 
y teniendo en cuenta que la transición de Cat C a Cat C* se produce entre los minutos 40 y 
80, el siguiente paso consistió en estudiar mediante electroforesis bidimensional las formas 





Figura 38. Análisis mediante electroforesis bidimensional de pRS316 intacto y tratado 
con Nt.Bpu10I, tras 80 minutos de la liberación de las células top2-td de forma sincrónica 
en el ciclo celular. Se muestran las autorradiografías de la muestra intacta (A) y tras el 
tratamiento con Nt.Bpu10I durante 1 hora a 37ºC (B). En los esquemas interpretativos los 




Como en el apartado anterior, analizamos tanto las formas intactas (figura 38A) 
como las tratadas con Nt.Bpu10I (figura 38B). Comparando ambas autorradiografías con 
las del minuto 40, en las figuras 36 y 37, se puede apreciar que a los 80 minutos hay una 
mayor acumulación de Cat C (figura 38A) pero el número de cruces, que se pueden contar 
en los Cat A (figura 38B), está en torno a treinta en ambos casos. 
 
 
4.12.4. Estudio de la movilidad electroforética de pRS316 en geles unidimensionales 





Figura 39. Los minicromosomas encadenados experimentan una transición topológica in 
vivo tras la formación del huso mitótico. Células de la estirpe con el doble degron top2-td 
cdc20-td se procesaron como en la figura 34, pero fueron bloqueadas antes de anafase 
mediante la depleción de Cdc20 o bien mediante el tratamiento con nocodazol además de la 
depleción de Cdc20. Se tomaron muestras en la fase de crecimiento exponencial (25ºC), antes 
de liberarlas del bloqueo en G1 (0), y a los distintos tiempos indicados. El análisis del 
contenido en DNA mediante FACS sirvió para confirmar que la replicación del DNA tuvo 
lugar con la cinética habitual (A). En la autorradiografía mostrada en B se puede observar que 




Para comprobar si la transición de Cat C a Cat C* coincidía o no con la segregación 
cromosómica empleamos la estirpe con el doble degron top2-td cdc20-td. Las células 
fueron bloqueadas en metafase mediante la degradación de la proteína Cdc20 fusionada 
con el sistema degron o mediante la adición de nocodazol al medio además de la depleción 
de Cdc20. El nocodazol es una droga que impide la formación del huso mitótico al 
interferir en la polimerización de los microtúbulos. Como se puede comprobar en el gel 
unidimensional de la figura 39B, la aparición de Cat C* ocurrió en las células bloqueadas 
en metafase con el degron (a la izquierda) pero no en aquellas bloqueadas con nocodazol (a 
la derecha). Lo anterior indica que la transición de Cat C a Cat C* tiene lugar antes del 
comienzo de la anafase y que los husos mitóticos se requieren para dicha la transición. 
 
 
4.12.5. Estudio de la topología de las formas intactas de pRS316 durante la mitosis en 
células de las estirpes top2-td y top2-td cdc20-td. 
 
El siguiente paso consistió en comprobar si la transición de Cat C a Cat C* estaba 
relacionada con algún cambio en el ∆Wr. Para ello analizamos la topología de muestras de 
DNA enriquecidas en uno u otro tipo de encadenado.  
 
La muestra enriquecida en Cat C se obtuvo creciendo células top2-td en medio con 
nocodazol y, por tanto, sin husos mitóticos. La muestra enriquecida en Cat C* se consiguió 
mediante el bloqueo con Cdc20-td de células de la estirpe top2-td cdc20-td en ausencia de 
nocodazol y en las que, por tanto, sí se formaron husos mitóticos. Se recogieron muestras 
de DNA 80 minutos tras la liberación de las células de forma sincrónica en el ciclo celular 
y se analizaron mediante electroforesis bidimensional en geles de agarosa. El resultado 
aparece en la figura 40, en donde es posible apreciar una variación en la migración de los 









Figura 40. Análisis mediante electroforesis bidimensional de las formas intactas de 
pRS316 aislado de células top2-td y de células con el doble degron, top2-td cdc20-td, 
crecidas en presencia o ausencia de nocodazol. A: autorradiografía y diagrama interpretativo 
correspondientes a la muestra de pRS316 enriquecida en Cat C en la estirpe top2-td mediante 
el bloqueo con nocodazol. B: autorradiografía y diagrama de la muestra enriquecida en Cat C* 
mediante el bloqueo con Cdc20-td en la estirpe con el doble degron. Como en los diagramas 
anteriores, las señales de las formas no replicadas se representan en color negro y las de Cat A, 





4.12.6. Estudio de la topología de pRS316 durante la mitosis en células top2-td y top2-
td cdc20-td mediante geles bidimensionales de agarosa en presencia de un agente 
intercalante. 
 
En el experimento anterior pudimos detectar una diferencia en el grado de ∆Wr entre 
Cat C y Cat C*. No obstante, los geles bidimensionales realizados hasta ese momento no 
nos permitían distinguir todos los topoisómeros presentes en ambos tipos muestras y con 
ello la naturaleza exacta de esa diferencia en ∆Wr. Por ello, decidimos llevar a cabo los 
geles bidimensionales en presencia de un agente intercalante. La cloroquina es una 
molécula de estructura plana y de pequeño tamaño que se intercala entre las dos hebras de 
la doble-hélice del DNA, provocando un desenrollamiento parcial de la molécula en el 
sitito en el que se intercala. En el caso de plásmidos circulares con un ∆Wr (-) nativo, ese 
desenrollamiento hace que adquieran un ∆Wr igual a cero, y a partir de ese momento la 
incorporación de cantidades crecientes de cloroquina hace que los plásmidos adquieran 
∆Wr (+) (Bauer and Vinograd, 1968). Así pues, con el fin de comprobar el tipo de ∆Wr 
que presentan los minicromosomas aislados de las estirpes top2-td tratada con nocodazol y 
top2-td cdc20-td, analizamos el DNA intacto de ambas poblaciones en geles 
bidimensionales en donde la segunda dimensión transcurrió en presencia de distintas 
concentraciones de cloroquina. Se realizaron dos experimentos variando únicamente la 
concentración de cloroquina durante la segunda dimensión: 1µg/ml y 20 µg/ml (figuras 41 
y 42, respectivamente). Para elegir la máxima concentración se tuvo en cuenta el efecto del 
agente intercalante sobre los TopCCCs, de manera que se empleó la mínima concentración 
requerida para que la mayoría de ellos volvieran a adquirir una movilidad electroforética 
similar a la que presentaban en ausencia de cloroquina. En ambas autorradiografías se 
puede comprobar que la incorporación de cloroquina prácticamente no afecta a la 
movilidad de los OCs y Ls ya que estas moléculas no albergan ∆Wr.  
 
En los geles de la figura 41, donde la segunda dimensión transcurrió en presencia de 
1 µg/ml de cloroquina, la movilidad de los TopCCCs en las dos muestras disminuyó hasta 
tal punto que algunos mostraron la misma movilidad que los OCs. En la figura 42, se 
observa que con la concentración más alta de cloroquina (20 µg/ml) los TopCCCs 




que tenían en ausencia de cloroquina. En cuanto a los encadenados, su respuesta al agente 
intercalante en segunda dimensión fue significativamente distinta en una y otra estirpe. Esa 
diferencia en el comportamiento electroforético se apreció especialmente en presencia de 
la concentración más baja de cloroquina: gran parte de la población de Cat C de las células 
top2-td, crecidas en presencia de nocodazol, adquirió una mayor movilidad electroforética 





Figura 41. Análisis del DNA intacto de pRS316 mediante geles bidimensionales en donde 
la segunda dimensión tuvo lugar en presencia de 1 µg/ml de cloroquina. A: 
Autorradiografía y esquema interpretativo del resultado para la muestra de DNA obtenida de 
células top2-td tratadas con nocodazol. B: Autorradiografía y esquema del resultado obtenido 
para la muestra de DNA extraída de células con el doble degron. En los esquemas se sigue el 
mismo patrón empleado hasta ahora de manera que los Cat A se representan en color naranja, y 
Cat B y Cat C en color verde oscuro y claro, respectivamente. Se observa que el empleo de esta 
baja concentración de agente intercalante en segunda dimensión permite resolver mejor estos 





En cuanto a la concentración alta de cloroquina (figura 42), no demostró ser de tanta 





Figura 42. Análisis del DNA intacto de pRS316 mediante geles bidimensionales en donde 
la segunda dimensión tuvo lugar en presencia de 20 µg/ml de cloroquina. A: 
Autorradiografía y esquema interpretativo del resultado para la muestra de DNA obtenida de 
células top2-td tratadas con nocodazol. B: Autorradiografía y esquema del resultado obtenido 
para la muestra de DNA extraída de células top2-td cdc20-td. En los esquemas de nuevo los 




En definitiva, la utilización de una baja concentración de cloroquina durante la 
segunda dimensión, si bien nos permitió separar y distinguir mejor las tres poblaciones de 
encadenados, no arrojó demasiada luz acerca del origen de las diferencias en movilidad 





Decidimos entonces emplear una baja concentración de cloroquina (0.5 µg/ml) 
exclusivamente durante la primera dimensión. Las autorradiografías correspondientes a los 





Figura 43. Análisis del DNA intacto de pRS316 mediante geles bidimensionales en donde 
la primera dimensión transcurrió en presencia de 0.5 µg/ml de cloroquina. A: resultado 
del análisis del DNA de las células top2-td tratadas con nocodazol. B: resultado del análisis del 
DNA en células de la estirpe top2-td cdc20-td en donde se observa que los Cat B, procedentes 
de los Cat C*, responden como si la cloroquina les hubiera añadido más ∆Wr en primera 




La ausencia de cloroquina en segunda dimensión hizo que tanto los TopCCCs como 
los Cat C y Cat B recuperaran, durante el transcurso de la misma, la movilidad que 
tendrían en ausencia de agentes intercalantes, con independencia de la concentración de 
cloroquina a la que fueron expuestos durante la primera dimensión. El empleo de 
cloroquina en primera dimensión permitió mejorar significativamente la resolución, 
especialmente de los topoisómeros Cat B. De hecho, el comportamiento electroforético de 
esos Cat B fue radicalmente distinto entre las estirpes top2-td tratada con nocodazol (Cat 
C) y top2-td cdc20-td (Cat C*), de tal manera que en esta última la respuesta de los Cat B a 
cloroquina fue la propia de moléculas con ∆Wr (+).  
 
Nos percatamos entonces de que la diferencia entre Cat C y Cat C* se podría 
desentrañar más fácilmente analizando el comportamiento electroforético de los Cat B 




4.12.7. Estudio de la topología de pRS316 durante la mitosis en células top2-td y top2-
td cdc20-td mediante geles bidimensionales de agarosa en presencia de cloroquina y 
tras la digestión parcial con Nt.Bpu10I. 
 
El empleo de una baja concentración de cloroquina en primera dimensión apuntó a 
que las diferencias topológicas entre Cat C y Cat C* podrían deberse a diferencias en el 
tipo de ∆Wr (negativo o positivo). No obstante, la complejidad inherente a este tipo de 
encadenados, en donde ambos monómeros pueden albergar ∆Wr y, por tanto, verse 
afectados por la cloroquina, dificulta en gran medida la labor de desentrañar el origen de 
esas diferencias topológicas.  
 
Para facilitar el análisis topológico sometimos las muestras enriquecidas en uno u 
otro tipo de encadenado a una digestión parcial con la endonucleasa de cadena sencilla 
Nt.Bpu10I, de manera que parte de los mismos se convirtiesen en Cat B en donde sólo uno 







Figura 44. La transición de Cat C a Cat C* se debe a un cambio del ∆Wr, de (-) a (+), 
inducido por el huso mitótico. El DNA de pRS316, aislado de células top2-td crecidas en 
ausencia (A) o en presencia de nocodazol (B) y de células con el doble degron (C), se sometió 
a una digestión parcial con Nt.Bpu10I y se analizó mediante geles bidimensionales con 0.5 
µg/ml de cloroquina en primera dimensión. El patrón de migración de los Cat B procedentes de 
los Cat C (en B) encaja con el de moléculas con ∆Wr (-): la cloroquina los relajó en primera 
dimensión. En cambio, la respuesta a la cloroquina de los Cat B resultantes de los Cat C* (en 






Se recogieron muestras de DNA enriquecidas en Cat C o en Cat C* 80 minutos tras 
la liberación de las células en el ciclo celular y se trataron con Nt.Bpu10I durante 15 
minutos a 37ºC para conseguir una digestión parcial. A continuación, se analizaron 
mediante electroforesis bidimensional en geles de agarosa empleando 0.5 µg/ml de 
cloroquina como agente intercalante en la primera dimensión. En la figura 44, se observa 
que la digestión parcial en efecto convirtió una parte de la población de Cat C y Cat C* en 
Cat B. Aquellos resultantes de los Cat C, de células top2-td crecidas en medio con 
nocodazol y por tanto sin husos mitóticos, respondieron a la cloroquina como si 
presentaran ∆Wr (-) (figura 44B), esto es, la cloroquina los relajó en primera dimensión. 
Mientras que los Cat B producto de los Cat C* en células en las que sí se formaron husos 
mitóticos (figura 44A y C), respondieron a la cloroquina tal y como se espera de moléculas 
con ∆Wr (+), es decir, las cloroquina les añadió más ∆Wr. Lo anterior permite concluir que 
la transición inducida por el huso mitótico se debe a un cambio en el ∆Wr, de (-) en los Cat 
C a (+) en los Cat C*. 
 
 
4.12.8. Estudio de la topología de las formas monoméricas de pRS316 en presencia y 
ausencia de Top2 mediante geles bidimensionales de agarosa con cloroquina. 
 
Debido a la ausencia de Top2 los plásmidos entran en mitosis altamente encadenados 
y por tanto sería posible que la adquisición de ∆Wr (+) tuviera lugar sólo bajo esas 
condiciones. Para descartar esa posibilidad, analizamos el ∆Wr de monómeros 
desencadenados por la Top2 inmediatamente después de la replicación del DNA, tanto en 
presencia como en ausencia de husos mitóticos. Para ello dejamos que las células 
replicaran su DNA en presencia de actividad Top2 (estirpe cdc20-td) antes de ser 
bloqueadas en metafase mediante el tratamiento con nocodazol. A continuación, se eliminó 
Cdc20-td para evitar la entrada en anafase y se lavó el nocodazol del medio permitiendo la 
formación del huso mitótico. Se aisló DNA tanto de células en nocodazol (sin huso) como 
de células tras el lavado de dicha droga (con huso mitótico), y se comparó el ∆Wr de los 
minicromosomas en su forma monomérica mediante geles bidimensionales de agarosa con 






Figura 45. Los husos mitóticos inducen en los monómeros desencadenados un alto nivel 
de ∆Wr (+) que es rápidamente relajado en presencia de Top2. Células cdc20-td y top2-td 
cdc20-td se bloquearon en mitosis empleando nocodazol para impedir la formación de los 
husos. Las proteínas Cdc20-td o Top2-td y Cdc20-td se eliminaron cuando las células estaban 
aún en presencia de nocodazol. A continuación, se lavó el nocodazol del medio para permitir la 
formación de los husos mitóticos. DNA procedente de células en nocodazol (sin husos) y de las 
mismas 20, 40 y 60 minutos después del lavado (con husos mitóticos) se analizaron mediante 
geles bidimensionales con cloroquina para estudiar el nivel de ∆Wr de los monómeros. Arriba 
aparecen los resultados de las muestras con niveles endógenos de Top2, y abajo los de las 
muestras en donde se eliminó específicamente la Top2 durante el bloqueo en mitosis pero en 
las que la proteína sí estaba presente durante la interfase. El esquema bajo las autorradiografías 
relaciona la movilidad electroforética de los monómeros, en presencia de cloroquina, con su 






La formación del huso cambió la distribución del ∆Wr hacia un estado más positivo 
(ver figura 45, arriba). No obstante, el nivel de ∆Wr (+) parece menor en comparación con 
el observado anteriormente en los encadenados generados en ausencia de Top2 (figura 44). 
Teniendo en cuenta que in vivo las topoisomerasas son muy eficientes relajando 
perturbaciones topológicas en el DNA, la depleción de Top2 que empleamos para generar 
encadenados provocaría además una reducción en la relajación del ∆Wr en la célula. Esto 
último podría estabilizar el ∆Wr (+) inducido haciendo posible la detección del mismo en 
las células carentes de Top2. Para estudiarlo, repetimos el experimento pero esta vez 
eliminando Top2 específicamente durante el periodo en el que se forman de nuevo los 
husos mitóticos. Comprobamos entonces que una proporción considerable de los 
monómeros con ∆Wr (-) observados en presencia de nocodazol pasaron a estar muy 
positivamente superenrollados cuando se formaron los husos mitóticos (figura 45, abajo).  
 
De manera que durante la mitosis, tanto en los monómeros (figura 45) como en los 
encadenados (figura 44), se induce un fuerte ∆Wr (+) que es relajado rápidamente en 
presencia de niveles normales de Top2 (figura 45, arriba). 
 
 
4.12.9. La condensina Smc2 se requiere para la inducción del ∆Wr (+). 
 
La observación de que la formación de los husos mitóticos induce un fuerte ∆Wr (+) 
en el DNA, hizo que nos planteásemos que tal vez el ensamblaje de los cinetocoros podría 
inducir de manera indirecta ese cambio topológico, a través de la activación de complejos 
asociados al centrómero capaces de modular la topología del DNA. 
 
 Un firme candidato es el complejo condensina SMC2/4 (Kimura et al., 1998; St-
Pierre et al., 2009). Para dilucidar si el ∆Wr (+) característico de los Cat C* requiere 
actividad Smc2, analizamos si la transición de Cat C a Cat C* tenía lugar en la estirpe 






Figura 46. Para que tenga lugar la inducción ∆Wr (+) durante mitosis se requiere, además de los 
husos, la condensina Smc2. Células smc2-8 top2-td se bloquearon con α-factor con un contenido de DNA 
equivalente a la fase G1 y la proteína Top2-td fue degradada. A continuación, se liberaron de forma 
sincrónica en el ciclo celular. Se tomaron muestras en la fase de crecimiento exponencial (25ºC), antes de 
liberarlas del bloqueo en G1 (0), y a los distintos tiempos que aparecen indicados para el análisis del 
contenido en DNA mediante FACS (A). Además, se estudió la topología de pRS316, en ausencia de 
actividad Smc2 y Top2, mediante electroforesis unidimensional en geles de agarosa al 0.8% (B). En la 
autorradiografía se indica la movilidad electroforética de CCCs, OCs y Cat C. En C, células top2-td y smc2-8 
top2-td se bloquearon en mitosis empleando nocodazol. A continuación se degradó la proteína Top2-td y se 
lavó el nocodazol para permitir la formación de los husos mitóticos. Finalmente, se extrajeron las muestras 
de DNA y se sometieron a electroforesis bidimensional en presencia de cloroquina para analizar el nivel de 
∆Wr de los monómeros. La flecha sobre las autorradiografías señala la posición de aquellos con un gran 
nivel ∆Wr (+). Se observa que en ausencia de Smc2 no se induce ∆Wr (+), pese a existir husos mitóticos. 
 
 
Tal y como se observa en el apartado B de la figura 46, la replicación del DNA en 
ausencia de Smc2 y Top2 generó niveles significativos de Cat C pero no se observó su 
transición a Cat C*. Además, aún formándose los husos mitóticos, se requirió la presencia 

















5.1. Dinámica de los cambios topológicos durante la replicación de plásmidos 
bacterianos. 
  
El estudio del efecto de la introducción de roturas de cadena sencilla sobre la 
topología de los RIs nos permitió comprobar que las consecuencias son distintas según en 
la región del plásmido en que se produzca dicha rotura. Así, una rotura de cadena sencilla 
dentro de la región ya replicada no tiene ningún efecto sobre los CCRIs. Esto se explica 
porque en esa región las hebras hijas están incompletas y topológicamente son irrelevantes. 
Algo bien distinto sucede en la porción no replicada de los RIs, en donde se puede decir 
que la rotura actúa a modo de sumidero, de manera que no sólo provoca la desaparición de 
todo el ∆Wr que esté albergado en esa región, sino que elimina además todo el pre-
encadenamiento presente en la región ya replicada. Esto último se explica por el giro de las 
horquillas de replicación que hace posible que el pre-encadenamiento de la región ya 
replicada pase a la no replicada en forma de ∆Wr y sea también eliminado. Por otro lado, 
el pre-encadenamiento en la región replicada enmascara el anudamiento, de manera que 
una vez eliminado ya es posible detectar los nudos de esos RIs, tal y como se comprueba 
en los geles bidimensionales en donde el arco de CCRIs desaparece y es sustituido por 
nuevos arcos que corresponden a los RIs anudados. La presencia de esos nudos es una 
evidencia más a favor de la existencia de pre-encadenados in vivo, al menos en plásmidos 
bacterianos (Postow et al., 1999; Sogo et al., 1999). 
 
 
5.2. Anudamiento y desanudamiento de cromátidas hermanas durante la replicación 
de plásmidos en E. coli. 
 
Durante los últimos quince años el estudio del anudamiento y desanudamiento del 
DNA se ha abordado empleando, en su mayoría, moléculas de DNA relajadas (Rybenkov 
et al., 1997). Los experimentos en sistemas en donde la DNA girasa introduce ∆Wr en el 
DNA y en donde actúa también la Topo IV son más complejos que aquellos basados en 
DNA relajado pero proporcionan información más detallada acerca de la dinámica del 




que abordamos durante esta Tesis fue la de tratar de dilucidar el origen del anudamiento de 
las cromátidas hermanas durante la replicación e identificar la enzima responsable del 
mismo.  
 
Primeramente, se transformaron con los tres plásmidos células de la estirpe parE10 
que poseen una mutación Topo IV termosensible. Se aisló el DNA de las células tras una 
hora a la temperatura restrictiva y se trató con las endonucleasas de restricción de cadena 
sencilla que actúan fuera de la región replicada de los RIs. Dado que la Topo IV se encarga 
de desanudar el DNA in vivo (Deibler et al., 2001), esperábamos observar un aumento de 
RIs anudados en esta estirpe, en donde la Topo IV está inhibida, en comparación con los 
mismos plásmidos crecidos en células DH5αF’. Sin embargo, la proporción de RIs 
anudados fue prácticamente idéntica en ambas estirpes. La proporción de anudamiento 
también fue la misma al comparar, previa digestión con AlwNI, las burbujas anudadas de 
los tres plásmidos crecidos de nuevo en células parE10 a la temperatura permisiva (Topo 
IV activa) y después de una hora a la temperatura restrictiva (Topo IV inactiva). Además, 
al analizar la burbujas anudadas de pBR-TerE@DraI en células de la misma estirpe tras 60 
y 120 minutos a la temperatura restrictiva, se comprobó nuevamente que el número de 
burbujas anudadas no cambia cuando la Topo IV está inhibida.  
 
En 1987 y 1991 sendos trabajos de Shishido y colaboradores señalaron un aumento 
de los nudos formados in vivo en plásmidos pBR322 crecidos bien en estirpes de E. coli 
defectivas para la DNA girasa o bien en presencia de inhibidores de dicha enzima, 
respectivamente (Shishido et al., 1987; Ishii et al., 1991). Los autores apuntaron entonces a 
un posible papel de la DNA girasa en el anudamiento y desanudamiento del DNA. Sin 
embargo, hoy se sabe que la DNA girasa es responsable del mantenimiento del DNA en 
una forma superenrollada pero no es la topoisomerasa encargada de desanudar; de manera 
que el aumento de nudos cuando no está activa apunta a que el ∆Wr ayuda a la Topo IV a 
mantener el DNA desanudado in vivo (Burnier et al., 2008; Martinez-Robles et al., 2009; 






En nuestro modelo experimental descartamos emplear la inhibición de la DNA girasa 
ya que afectaría a las primeras etapas de la replicación, cuando la actividad de esta enzima 
resulta crucial, de tal manera que la replicación no progresaría y, por tanto, los RIs no 
llegarían a detectarse. No obstante, los experimentos resumidos al comienzo de este 
apartado demuestran que esta enzima no es la responsable de hacer los nudos. Puesto que 
la Topo IV desanuda el DNA, su inhibición causaría un aumento de los RIs anudados si la 
DNA girasa fuese la responsable de su formación. Sin embargo, los resultados obtenidos 
demuestran que el nivel anudamiento no cambia cuando la Topo IV está inhibida, 
indicando que la DNA girasa no es la topoisomerasa que anuda el DNA.  
 
Los experimentos mencionados anteriormente también permiten descartar que los 
nudos sean producto de las topoisomerasas de tipo I de E. coli: la Topo I o la Topo III. 
Como se comentó en la introducción, la Topo I puede dar lugar a moléculas anudadas a 
partir de moléculas circulares de cadena simple (Liu et al., 1976) y también de moléculas 
circulares de doble cadena cuando éstas presentan una rotura de cadena sencilla (Brown 
and Cozzarelli, 1981; Dean and Cozzarelli, 1985; Dean et al., 1985). Por su parte la Topo 
III purificada es capaz de relajar DNA negativamente superenrollado con regiones de 
cadena sencilla, así como de desencadenar pre-encadenados actuando en las zonas de 
cadena sencilla próximos a la horquilla de replicación (Dean et al., 1983; DiGate and 
Marians, 1988). Además, junto con la helicasa RecQ, se ha demostrado que in vitro la 
Topo III es capaz de encadenar DNA de doble cadena intacto (Harmon et al., 1999); de 
manera que podría ser también la responsable de anudar el DNA. En todos los 
experimentos mencionados arriba la Topo IV es la única topoisomerasa que se ve afectada 
(por medio de una mutación termosensible en uno de sus genes), mientras que el resto 
permanecen activas. Según esto, si la Topo I y/o la Topo III fuesen responsables de anudar 
el DNA, el número de burbujas anudadas habría aumentado al inhibir la Topo IV; pero ese 
no ha sido el caso. 
 
Por otro lado, se ha demostrado que el sistema de recombinación sitio-específica 
XerCD de E. coli, además de convertir dímeros en monómeros, es capaz de desencadenar 
monómeros encadenados tanto in vitro (Ip et al., 2003) como in vivo (Grainge et al., 2007) 




anudados. Para comprobar si el sistema XerCD era responsable de las burbujas anudadas 
se transformaron con pBR-TerE@DraI células de dos estirpes mutantes para XerC y XerD, 
de las que se aisló el DNA que luego se digirió con AlwNI y se analizó mediante 
electroforesis bidimensional. Las burbujas anudadas seguían estando presentes y los 
análisis densitométricos confirmaron que en un número muy similar al encontrado en las 
estirpes con el sistema XerCD intacto; indicando que estas recombinasas tampoco son 
responsables de la formación de nudos durante la replicación del DNA. 
 
Como una forma más global e intuitiva de entender el significado de los resultados 
anteriores y sus posibles implicaciones proponemos el modelo de un tanque imaginario en 
cuya entrada se situaría la enzima responsable de hacer los nudos y a la salida la Topo IV, 
que se encarga de deshacerlos. De esta manera, en el tanque habría una cierta acumulación 
de RIs anudados que sería la resultante del balance entre la entrada (por parte de la enzima 
que anuda) y la salida de nudos en el sistema (por parte de la Topo IV, que los resuelve). 
Inhibir la Topo IV (por temperatura, en nuestro caso) equivaldría a taponar la salida, lo que 
se traduciría en un aumento de RIs anudados dentro del tanque ya que la enzima 
responsable de hacer los nudos seguiría introduciéndolos en el mismo. Por otro lado, si en 
lugar de la Topo IV inhibimos alguna de las enzimas candidatas a anudar el DNA (en 
nuestro caso empleando estirpes defectivas en dichas enzimas), el resultado sería una 
reducción o incluso la total desaparición de RIs anudados dentro del tanque, puesto que la 
Topo IV los resolvería activamente.  
 
La electroforesis bidimensional y un posterior análisis densitométrico nos 
permitieron validar las predicciones anteriores. Sin embargo, todos los resultados 
descartaron una variación en el nivel de anudamiento. Volviendo sobre nuestro modelo, la 
única explicación es que la enzima que se sitúa a la entrada del tanque sea la misma que se 









5.3. Hipótesis del anudamiento por parte de la Topo IV. 
 
Las observaciones expuestas en el apartado anterior nos llevan a plantear la hipótesis 
de que la propia Topo IV, encargada de desanudar, es también la topoisomerasa 
responsable de crear los nudos en el DNA. En la figura 47 se representa el modelo que 





Figura 47. Los pasos de hebra aleatorios realizados por la Topo IV en regiones de cruce 
entre las cromátidas hermanas capturan la topología de dichos cruces formando nudos 
inter-cromátida. En un RI (A) la porción no replicada se encuentra negativamente 
superenrollada en sentido dextrógiro y todos los cruces tienen signo negativo. En la región 
replicada, todos los cruces tienen igualmente signo negativo, pero el pre-encadenamiento de las 
cromátidas hermanas es levógiro (Schvartzman and Stasiak, 2004). Bastaría con que la Topo 
IV actuase en una zona de cruce existente entre los pre-encadenados (B y C) para que se 
generase un nudo inter-cromátida de tres cruces (D). La topología de ese nudo se simplifica 
introduciendo un rotura de cadena sencilla en la región no replicada de la molécula, lo cual 
hace que desaparezcan todo el ∆Wr y el pre-encadenamiento (E). Más pases de hebra por parte 




Como se comentó en la introducción, en bacterias el avance de la maquinaria de 
replicación genera ∆Wr (+) por delante de la horquilla debido a la apertura de la doble 
hélice por parte de la DNA helicasa. En condiciones normales, sin ningún impedimento 
para el avance de la horquilla, ese exceso de ∆Wr (+) es compensado por la DNA girasa 
que introduce Wr (-) en la región no replicada. Además, ese ∆Wr (+) puede difundir a 
través de la horquilla y distribuirse también por detrás de la misma, en la región ya 
replicada, a modo de pre-encadenamiento (Champoux and Been, 1980) que la Topo IV se 
encarga de eliminar (Zechiedrich and Cozzarelli, 1995; Zechiedrich et al., 1997). En 
cambio, cuando la replicación está afectada, bien parando la horquilla o bien retrasando su 
avance, la DNA girasa es capaz de eliminar todo el ∆Wr (+) y, por tanto, no hay pre-
encadenamiento en la región replicada. Nosotros proponemos que, debido a esa falta de 
tensión, en la región replicada se producirían yuxtaposiciones o solapamientos entre las 
cromátidas hermanas de tal manera que el paso de hebra catalizado por la Topo IV en una 
región de solapamiento atraparía dicho cruce formando un nudo entre las dos cromátidas 
hermanas.  
 
Se ha demostrado que la probabilidad de anudamiento aumenta a medida que 
disminuye el ∆Wr (Pruss, 1985; Shishido et al., 1987), lo cual encaja con nuestro modelo 
según el cual los cruces entre las cromátidas hermanas, que conducirían potencialmente a 
la formación de nudos, se dan siempre y cuando las moléculas estén poco tensionadas.  
 
No obstante, no se nos escapa que este modelo plantea una nueva paradoja para la 
Topo IV ya que el DNA es anudado por la misma enzima que se encargará de desanudarlo 
después, consumiendo ATP en ambos procesos. En este sentido, es importante destacar el 
trabajo de Neuman y colaboradores (Neuman et al., 2009), quienes proponen que, siempre 
que la molécula de DNA está muy tensionada, la relajación asimétrica del ∆Wr por parte 
de la Topo IV podría deberse a las diferencias geométricas (el diferente ángulo) que 
presentan los segmentos de DNA según tenga ∆Wr (-) o (+). Pero ante todo remarcan que 
la causa de esa asimetría se halla en las diferencias en la procesividad de la enzima. La 
Topo IV es altamente procesiva relajando DNA con ∆Wr (+), mientras que es distributiva 
relajando DNA con ∆Wr (-). Esto podría también aplicarse a nuestro modelo del 




manera procesiva siempre y cuando estuviesen muy tensionados. Sin embargo, cuando no 
se cumpliese esta condición (RIs con poco pre-encadenamiento), la Topo IV podría 
realizar de manera distributiva el cruce “erróneo” o aleatorio que da lugar a un nudo entre 
las cromátidas hermanas. En el conjunto total de eventos de anudamiento y 
desanudamiento por parte de la Topo IV triunfaría éste último debido a su procesividad. 
 
La posibilidad de que los nudos que se forman en la región ya replicada de plásmidos 
con la horquilla de replicación detenida sean consecuencia directa de la falta de tensión de 
los pre-encadenados sugiere que cualquier fenómeno que cause un retraso del avance de la 
horquilla y cambie el nivel de ∆Wr de los RIs también debería afectar al anudamiento. Esa 
cuestión se podría abordar mediante el estudio de la transcripción de un gen en sentido 
contrario al de la replicación ya que causaría un retraso en la progresión de la horquilla. 
Por otro lado, sería interesante comprobar si el nivel de nudos en el DNA se ve afectado de 
la misma manera cuando se bloquea la horquilla de replicación empleando un sistema 
distinto al de Ter-Tus; como por ejemplo en una estirpe tratada con hidroxiurea, un 
compuesto que, al inhibir la enzima ribonucleótido reductasa, priva a las células de dNTPs 
y bloquea el avance de la horquilla.  
 
No obstante, no hay que perder de vista que el modelo que esbozamos está basado en 
observaciones realizadas en plásmidos bacterianos artificiales, de pequeño tamaño y con 
un bloqueo para la horquilla; de manera que es posible que los anudados sólo se formen in 
vivo si está impedida o afectada de alguna manera la progresión de la horquilla de 
replicación. La generalización a otros sistemas como el cromosoma de E. coli o los 
cromosomas lineales de los organismos eucariotas entraña aún una mayor dificultad.  
 
 
5.4. Consecuencias del bloqueo de la horquilla de replicación. 
 
Mas allá de los evidentes problemas topológicos, el retraso o el bloqueo de la 
horquilla de replicación es un evento frecuente durante el ciclo celular que trae consigo 
otras consecuencias potencialmente dañinas para la célula (Cox et al., 2000; Michel, 2000; 




horquillas sufren retrasos, paradas temporales o incluso se bloquean pudiendo llegar al 
colapso, esto es, al desensamblaje de la maquinaria de replicación, cuando se encuentran 
con obstáculos en el DNA (Kuzminov and Stahl, 1999; Cox et al., 2000; Kowalczykowski, 
2000; Marians, 2000; Sandler and Marians, 2000). Por ejemplo, pueden encontrarse una 
lesión en el DNA o una región de cadena sencilla, que llevan al colapso de la horquilla y a 
la formación de una rotura de doble cadena, respectivamente (Michel et al., 1997; Sonoda 
et al., 1998). También pueden encontrarse con estructuras secundarias en el DNA que 
constituyen un sitio de pausa de la replicación. Además, las horquillas de replicación se 
pueden bloquear al colisionar con la maquinaria de transcripción (McGlynn and Lloyd, 
2000). Del mismo modo, agentes químicos como la hidroxiurea, mencionada 
anteriormente, inhiben la elongación y conducen al bloqueo o el colapso de la horquilla.  
 
Existen evidencias experimentales de que, tanto en procariotas como en eucariotas, 
el bloqueo de las horquillas de replicación induce recombinación (Bierne and Michel, 
1994; Michel et al., 1997; Rothstein and Gangloff, 1999; Saveson and Lovett, 1999; 
Michel et al., 2001) que facilita que se reanude la replicación (Kogoma, 1997; Seigneur et 
al., 1998; Kuzminov and Stahl, 1999; Motamedi et al., 1999). En bacterias, la función 
primordial de la recombinación homóloga es la de reparar o rescatar horquillas de 
replicación rotas o detenidas (Kuzminov, 1995; Kogoma, 1996; Seigneur et al., 1998; 
Haber, 1999; Cox et al., 2000; McGlynn and Lloyd, 2000). Así, se sabe que las horquillas 
de replicación detenidas mediante complejos Ter-Tus estimulan la recombinación 
homóloga (Horiuchi et al., 1994).  
 
En eucariotas, si bien existe una conexión similar entre replicación y recombinación 
homóloga, la recombinación entre secuencias con poca o ninguna homología, denominada 
ilegítima, parece ser más activa (Krawczak and Cooper, 1991; Stary and Sarasin, 1992) y 
constituye una de las principales causas de reordenamientos cromosómicos (Roth, 1988; 
Meuth, 1989). Tales reordenamientos son una de las fuentes de la inestabilidad genómica 







De modo que el bloqueo de la replicación puede originar inestabilidad genómica. Por 
un lado, las horquillas detenidas deben ser reparadas ya que la replicación fiel y completa 
de los cromosomas es esencial para evitar los reordenamientos cromosómicos y la 
predisposición al cáncer (Weinert, 1997; Lowndes and Murguia, 2000; Myung et al., 
2001). En ese sentido, la recombinación homóloga es beneficiosa para el mantenimiento de 
la integridad del genoma; pero si se produce en un lugar inapropiado del mismo o en un 
momento inadecuado del ciclo celular puede llevar a un aumento de la sensibilidad al daño 
en el DNA o permitir erróneamente que progrese el ciclo celular, lo cual puede elevar las 
tasas de mutación y de reordenamiento cromosómico (Paulovich et al., 1997; Datta et al., 
2000), poniendo a las células en el camino de la transformación tumoral (Bell et al., 1999; 
Chakraverty and Hickson, 1999; Flores-Rozas and Kolodner, 2000). Diversos estudios en 
células de mamíferos han puesto de manifiesto la relación entre la frecuencia de 
recombinación y la inestabilidad genómica, la muerte celular y la transformación tumoral 
(Husain et al., 1992; Dhar et al., 1996; Donmez et al., 1996; Murthy et al., 1997).  
 
Por otro lado, el colapso de las horquillas genera roturas, esto es, nuevos extremos 
libres en el DNA que promueven la recombinación ilegítima (Bierne et al., 1997) e 
igualmente pueden conducir a reordenamientos cromosómicos fatales para la célula 
(Seigneur et al., 1998; Sandler and Marians, 2000). La recombinación ilegítima podría ser 
una última vía para rescatar horquillas de replicación detenidas, aún a expensas de la 
integridad genética. 
 
En resumen, durante la replicación la célula tiene que encontrar un balance entre 
evitar el colapso de las horquillas para reducir reordenamientos dañinos y promover el 
colapso para poder continuar la replicación. Probablemente este balance sea crítico en las 
células en rápido crecimiento en donde se necesita no sólo de una replicación eficiente sino 




5.5. Superenrollamiento y desencadenamiento de cromátidas hermanas en 
minicromosomas de S. cerevisiae. 
 
Estudiando la movilidad electroforética del minicromosoma pRS316, en cultivos 
sincronizados de S. cerevisiae a lo largo del ciclo celular, observamos que durante la 
mitosis las moléculas encadenadas de tipo Cat C sufrían una transición topológica y 
denominamos a esa nueva especie Cat C*. El empleo de la electroforesis bidimensional en 
donde la segunda dimensión transcurrió en presencia de cloroquina evidenció la naturaleza 
de ese cambio: la diferencia topológica entre los dos tipos de encadenados es consecuencia 
de la adquisición de un fuerte ∆Wr (+) por parte de los Cat C*. Posteriormente 
comprobamos que la formación de los husos mitóticos junto con la condensina Smc2 son 
los responsables de inducir ese ∆Wr (+) en el DNA. 
 
En procariotas se ha demostrado que el ∆Wr (-) promueve el desencadenamiento 
(Zechiedrich et al., 1997; Hardy et al., 2004; Martinez-Robles et al., 2009; Vologodskii, 
2010). Lo anterior hace que nos preguntemos si en eucariotas el ∆Wr (+) que adquiere el 
DNA durante la mitosis favorece el desencadenamiento de las cromátidas hermanas por 
parte de la Top2. Teniendo en cuenta modelos propuestos previamente (Hirano, 2000; 
Hardy et al., 2004), que apuntan a que la compactación mediada por condensinas de la 
familia SMC podría facilitar el desencadenamiento de los cromosomas, y extrapolando 
nuestros datos proponemos un modelo para tratar de explicar cómo tiene lugar el 
desencadenamiento completo del genoma por parte de la Top2. Aunque esta topoisomerasa 
elimina activamente el encadenamiento entre cromátidas hermanas tras la replicación, los 
encadenados aún están presentes en el momento de la mitosis; de ahí que la Top2 se 
requiera también durante esta fase del ciclo celular (Holm et al., 1985; Uemura et al., 1987; 
Baxter and Diffley, 2008). Proponemos que el fuerte ∆Wr (+) inducido por el huso 
mitótico y la condensina Smc2 hace que los cromosomas encadenados adquieran una 
topología en donde los cruces intramoleculares se aíslan de los intermoleculares con una 
geometría que maximiza la resolución de estos últimos por parte de la Top2. Una vez que 
concluido el desencadenamiento de las cromátidas hermanas, la Top2 relajaría rápidamente 
el ∆Wr (+). De este modo la Top2 restituiría la topología del DNA hasta un estado 




habría eliminado todo el encadenamiento, lo que resulta crucial para la correcta 
segregación de las cromátidas hermanas. 
 
 
5.6. Consideraciones acerca de cómo el superenrollamiento promueve el 
desencadenamiento en procariotas y eucariotas. 
 
Al tratar la replicación y la segregación, tanto en procariotas como en eucariotas, es 
importante considerar además los procesos de pérdida de cohesión entre las cromátidas 
hermanas, condensación y desencadenamiento que tienen lugar antes de la segregación y 
están estrechamente relacionados (Losada and Hirano, 2001; Losada et al., 2002). La 
condensación, que se supone es el resultado del ∆Wr intracromosómico, parece crucial en 
ambos sistemas para promover el desencadenamiento de las cromátidas por parte de las 
topoisomerasas de tipo II (Hirano, 1995; Koshland and Strunnikov, 1996; Hirano, 2000; 
Losada and Hirano, 2001). Como se comentó en el apartado anterior, en procariotas el 
∆Wr (-) post-replicativo promueve el desencadenamiento (Zechiedrich et al., 1997; 
Martinez-Robles et al., 2009) y en la presente Tesis se muestra que durante la mitosis de 
eucariotas se induce ∆Wr (+). De modo que ambos tipos de ∆Wr, (-) y (+), conducirían a 
unos niveles de organización y compactación que promoverían el desencadenamiento y la 
segregación de las cromátidas hermanas; tal y como se contempla en los trabajos de Hirano 
y de Hardy y colaboradores (Hirano, 2000; Hardy et al., 2004). 
 
Pero, pese a que el resultado final sea el mismo, es importante indagar por qué la 
compactación necesaria para impulsar el desencadenamiento viene dada por el ∆Wr (-) en 
procariotas y por el ∆Wr (+) en eucariotas. Se ha propuesto que en procariotas la proteína 
SMC (MukB en E. coli), junto con la DNA girasa, participaría en el mantenimiento del 
∆Wr (-) ayudando así al desencadenamiento por parte de la Topo IV (Niki et al., 1991; 
Niki et al., 1992; Hirano and Hirano, 1998). En eucariotas el empaquetamiento del DNA 
en los nucleosomas hace que no exista ∆Wr sino torsión y serían las condensinas las 
encargadas de orquestar un empaquetamiento de orden superior en forma de ∆Wr (+) 
(Kimura and Hirano, 1997; Kimura et al., 1999). De manera que las proteínas SMC 




segregación cromosómica al intervenir activamente en el plegamiento intramolecular, 
negativo o positivo, del DNA para hacer a las cromátidas hermanas más accesibles al 
desencadenamiento por parte de las topoisomerasas de tipo II correspondientes.  
 
Una explicación complementaria, aunque no necesariamente la única, surgiría al 
tener en cuenta que procariotas y eucariotas utilizan diferentes estrategias para llevar a 
cabo la replicación, condensación y segregación el DNA. En procariotas estos procesos 
pueden ocurrir al mismo tiempo en la célula pero están físicamente separados en los 
cromosomas en donde los dominios recién replicados son rápidamente condensados y 
segregados espacialmente en la célula mientras aún continúa la replicación del resto del 
genoma. En eucariotas la separación es temporal, esto es, una vez completada la 
replicación del DNA tiene lugar la condensación a la que sigue, finalmente, la segregación. 
En resumen, en procariotas estos procesos ocurren a nivel local en diferentes dominios del 
cromosoma, mientras que en eucariotas tienen lugar de forma global en todo el genoma y 
están ordenados siguiendo una secuencia temporal. Este concepto de local frente a global 
encaja con trabajos recientes en donde se ha visto que en E. coli la condensina MukB y la 
Topo IV coordinan la compactación a través de una interacción física (Hayama and 
Marians, 2010; Li et al., 2010). Sin embargo, en eucariotas no se ha podido demostrar 
hasta ahora una interacción directa entre condensinas y Top2 (Bhat et al., 1996; Hirano et 
al., 1997; Bhalla et al., 2002), lo cual encajaría con la hipótesis de que ambas operan 



























1. La introducción de roturas de cadena sencilla en la región no replicada de los RIs 
elimina tanto el ∆Wr de esa región como el pre-encadenamiento que, debido al giro de 
las horquillas, migra desde la región replicada. 
 
2. El hecho de que el nivel de anudamiento permanezca constante al inhibir la Topo IV en 
distintas estirpes bacterianas, nos lleva a proponer que además de desanudar el DNA la 
Topo IV es la enzima que anuda las cromátidas hermanas durante la replicación. 
 
3. Proponemos un modelo según el cual la Topo IV realiza pases de hebra aleatorios que 
atrapan cruces de pre-encadenamiento entre las dos cromátidas hermanas y conducen a 
la formación de nudos inter-cromátidas durante la replicación. Más tarde la misma 
enzima resuelve esos nudos para permitir la correcta segregación de las cromátidas 
hermanas. 
 
4. Durante la mitosis en eucariotas se produce un cambio topológico en los 
minicromosomas encadenados in vivo. Dicho cambio consiste en la adquisición de ∆Wr 
(+) y es inducido por el  huso mitótico y la condensina Smc2. 
 
5. El ∆Wr (+) de los minicromosomas encadenados favorece su desencadenamiento por 
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intense male-male competition for mates, males
and females showed significant differences in
either IMR or RoA, and male life span was shorter
than female life span (baboons, sifaka, gorillas,
chimpanzees, and capuchins; we lacked mor-
tality data for male blue monkeys; see Fig. 1 and
table S3). In contrast, male and female muriquis
were indistinguishable in their IMRs, RoAs, and
life spans (table S3). This male-female similarity
in muriqui aging patterns, combined with the ob-
servation of multiple mating by both sexes in all
of our study species, suggests that the male-male
competitive environment, not just multiple mat-
ing by males, may be a key factor driving faster
aging in males in polygynandrous species [see
also (26)].
If demographic patterns of aging were evo-
lutionarily constrained, we would expect closely
related species of primates to exhibit similar aging
patterns. Instead, the species rankings of IMR
and RoA in males and females showed no rela-
tionship to phylogeny (Fig. 2C and fig. S1). This
implies that the study species have not been con-
strained phylogenetically to high or low aging
rates, and have the flexibility to respond to evo-
lutionary forces at the species level or potentially
even the local population level. Furthermore,
within-species comparisons of baboons (31),
chimpanzees (23, 32), and humans (23, 25) all
support the view that both IMR and RoA can vary
substantially among populations within a species.
Notably, in all three species, populations existing
in more demanding habitats, without benefit of
modern medical intervention (e.g., hunter-forager
humans and wild as opposed to captive primates),
exhibit higher IMR and, for both chimpanzees and
humans, higher RoA. That is, aging appears to be
both evolutionarily labile and phenotypically
plastic. The slowing of aging-related disease un-
der dietary restriction (33) is further evidence of
the flexibility of aging rates in primates.
We examined our data for the existence of
mortality plateaus (34), a subject of much recent
interest in the aging literature, but none of the
age-specific mortality relationships in our non-
human primate analyses demonstrated the type
of leveling off that has been shown in human
and fly data sets [e.g., (35)]. Whether additional
long-term data from natural primate populations
will demonstrate a generalized mortality decel-
eration in old age remains an open question that
should motivate future comparative analyses of
aging in other natural populations.
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Positive Supercoiling of Mitotic
DNA Drives Decatenation by
Topoisomerase II in Eukaryotes
J. Baxter,1,4* N. Sen,1† V. López Martínez,2† M. E. Monturus De Carandini,2†
J. B. Schvartzman,2 J. F. X. Diffley,3 L. Aragón1*
DNA topoisomerase II completely removes DNA intertwining, or catenation, between sister
chromatids before they are segregated during cell division. How this occurs throughout the
genome is poorly understood. We demonstrate that in yeast, centromeric plasmids undergo a
dramatic change in their topology as the cells pass through mitosis. This change is characterized
by positive supercoiling of the DNA and requires mitotic spindles and the condensin factor
Smc2. When mitotic positive supercoiling occurs on decatenated DNA, it is rapidly relaxed by
topoisomerase II. However, when positive supercoiling takes place in catenated plasmid,
topoisomerase II activity is directed toward decatenation of the molecules before relaxation. Thus,
a topological change on DNA drives topoisomerase II to decatenate molecules during mitosis,
potentially driving the full decatenation of the genome.
In eukaryotes, most topological links betweenthe DNA strands are removed during DNAreplication by topoisomerases I and II (fig.
S1A) (1). However, many links are converted
into double-stranded DNA intertwines or cate-
nanes during the completion of replication (2, 3).
These can only be resolved by topoisomerase II
(fig. S1) (4).
Passage throughmitosis is required for complete
decatenation, because topoisomerase II activity is
essential during mitosis as late as anaphase (fig.
S1B) (4–6). Because mitotic spindles are re-
quired to complete decatenation, it is assumed to
occur only after chromosome segregation during
anaphase (4). However, sister chromatids appear
to be fully decatenated before their physical sepa-
ration by spindles (7, 8). Potential alternate mech-
anisms, in which decatenation is promoted by
supercoiling, have been proposed in prokaryotes
(9–11). These mechanisms prompted us to study
whether mitotic changes to DNA topology help
drive decatenation in eukaryotes.

































We assayed in vivo DNA topology with cir-
cular plasmids, which retain topological infor-
mation after DNA extraction (12). We used yeast
plasmids that contain yeast-origin and centromeric
sequences whose segregation behavior generally
mimics that of endogenous chromosomes. How-
ever, these small plasmids are mostly decatenated
shortly after DNA replication in the presence of
wild-type (WT) levels of topoisomerase II (Fig.
1A). Therefore, we used the top2-td degron strain
(6) to ensure an enriched population of catenated
DNA that could be examined through the later
stages of the cell cycle. Passage through DNA
replication in the absence of topoisomerase II
converted the supercoiled monomer pRS316
plasmid (CCCm) into catenated plasmid dimer
(CatC). Both CCCm and CatC were negatively
supercoiled, consistent with normal chromatini-
zation (6).
Assaying the electrophoreticmobility of these
plasmids throughout the rest of the cell cycle
showed that their mobility changed significantly
between 40 and 80 min as the cells started en-
tering anaphase (Fig. 1A). Chloroquine interca-
lation confirmed that the catenated plasmids were
still composed of intact plasmids (fig. S2), and in
vitro topoisomerase Ib treatment confirmed that
the catenated plasmids were topoisomers of the
CatC dimers that formed after replication (fig.
S6A). We refer to the premitotic form as C-type
catenanes (CatC) and to the mitotic form as C*-
type catenanes (CatC*).
The transition from CatC to CatC* coincided
with chromosome segregation. In cells arrested in
metaphase by depletion of the anaphase-promoting–
complex activator Cdc20 (top2-td cdc20-td), we
observed the CatC-to-CatC* transition, which in-
dicates that it occurred before anaphase onset
(Fig. 1B). We detected CatC* dimers until cells
exited mitosis (fig. S3), demonstrating that the
CatC* catenanes occur when both mitotic cyclin-
dependent kinases are active and mitotic spindles
are present. However, CatC* dimer formation did
not take place in cells arrested in metaphase with
the microtubule-depolymerizing drug nocodazole
Fig. 1. Mitosis and spin-
dle formation induce a
topological change in cat-
enated plasmid DNA in
vivo. (A) WT pRS316 and
top2-td pRS316 cells were
synchronized in G1 and
top2-td-depleted of Top2.
The cells were synchro-
nously released into the
cell cycle, and regular sam-
ples were taken for anal-
ysis. (Histograms at left)
Fluorescence-activated cell
sorting analysis of DNA
content and the histogram
of kinetics of nuclear di-
vision and budding index.
(Right panel) Autoradio-
gram of a blot containing
cellular DNA electropho-
retically resolved in agar-
ose and probed for pRS316
sequences. Electropho-





nated dimers) are indicated.
The region where the topo-
logicallymodifiedCatC-CatC*
resolve is also indicated.
(B) Double degron cdc20-
td top2-td pRS316 strains
were processed as in (A),
but were arrested before
anaphase entry by either
depletion of Cdc20 or treat-
ment with nocodazole, in
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(Fig. 1B). Therefore, mitotic spindles are required
for the transition from CatC to CatC*. The non-
centromeric plasmid pRS426 did not undergo the
distinct transition to CatC* in the absence of
Top2 (fig. S4), suggesting that spindles must be
engaged with kinetochores in cis for the transition
to occur.
The CatC-to-CatC* transition was not due to
residual Top2 decatenation activity in mitosis,
because in vitro nicking of the two types of
catenated dimers generated very similar popula-
tions of relaxed catenanes (fig. S5), indicative of
similar catenation states.
To examine whether the CatC-to-CatC* tran-
sition correlated with any changes in supercoiling,
we treated DNA samples enriched for either of the
catenated dimers (CatC enriched by nocodazole
arrest and CatC* enriched by cdc20 arrest) with
eukaryotic topoisomerase I (topo IB), which re-
laxes both negative and positive supercoils, or
Escherichia coli topoisomerase I (topo IA), which
relaxes only negative supercoils. Topo IB relaxed
catenated dimers from both CatC and CatC* sam-
ples (fig. S6A). However, topo IA relaxed CatC
but not CatC* catenanes (Fig. 2A and fig. S6A),
indicating that the intertwined plasmids in CatC*
dimers are positively supercoiled, whereas those
in CatC are negatively supercoiled.
We used both titration analysis (Fig. 2B)
and high-resolution analysis of partially nicked
catenanes (fig. S6B) to confirm this finding by
demonstrating that CatC dimers responded to
chloroquine intercalation as if negatively super-
coiled, whereas CatC* dimers responded as if
positively supercoiled. Thus, the CatC-to-CatC*
transition induced by mitotic spindles is due to a
change from negative supercoiling (in CatC) to
positive supercoiling (in CatC*).
Because the plasmids enter mitosis in a high-
ly catenated state (due to topoisomerase II de-
pletion), it is possible that positive supercoiling
only occurs in this experimental situation. There-
fore, we analyzed the supercoiling of plasmids
that were decatenated by topoisomerase II im-
mediately after DNA replication in both the
absence and presence of mitotic spindles. Cells
were allowed to replicate their DNA in the pres-
ence of Top2 activity before being arrested in
metaphase by nocodazole treatment. Cdc20 was
depleted to prevent entry into anaphase, and
nocodazole was washed off to allow mitotic
spindles to form. DNA was isolated from cells
in nocodazole [without spindles] and from cells
after the wash-off of nocodazole [with spindles],
and the supercoiling of monomer plasmids was
compared. Spindle formation shifted the super-
coiling distribution to a more positive state (Fig.
2C, top panel). However, the extent of positive
supercoiling appeared minor compared with the
increase in positive supercoiling previously ob-
served in catenated dimers generated in the ab-
sence of Top2 (Fig. 2B and fig. S6B). Normally,
in vivo topoisomerases are extremely efficient
in relaxing DNA topological perturbations. But
depletion of topoisomerase II, which is used to
generate catenated DNA, will also reduce the
supercoiling relaxation activity of the cell. This
could possibly stabilize induced positive super-
coiling, promoting its detection in top2 depleted
cells. To investigate this, we repeated the experi-
ment but depleted Top2 specifically during the
period when mitotic spindles were reformed.
We then observed that a substantial proportion
of the negatively supercoiled monomer plasmids
observed in nocodazole became highly positive-
ly supercoiled when spindles formed (Fig. 2C,
bottom panel). Therefore, a potent positive super-
coiling activity is induced on both decatenated-
monomer (Fig. 2C) and catenated-dimer plasmids
(Fig. 2, A and B, and fig. S6) during mitosis.
However, the induced positive supercoiling is
normally rapidly relaxed by topoisomerase II
(Fig. 2C).
Mitotic spindles are required to complete
topoisomerase II–mediated decatenation of chro-
mosomes during mitosis (4, 5). Here, we dem-
onstrate that in mitosis, spindles induce a potent
positive supercoiling activity on plasmid DNA.
In prokaryotes, intrachromosomal supercoiling
promotes decatenation (9–11). Therefore, the
mitotic positive supercoiling activity could be re-
quired to promote decatenation by topoisomerase
II. We treated DNA enriched for either the nega-
A B
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Fig. 2. Plasmids become positively supercoiled in mitosis when
spindles are present. (A) Catenated DNA enriched for CatC*
plasmids was treated with either E. coli topoisomerase I (topo IA)
or eukaryotic topoisomerase I (topo IB). The products were visu-
alized by two-dimensional (2D) agarose gel electrophoresis with
native conditions in the first dimension and 20 mg/ml chloro-
quine in the second dimension. Different plasmid forms, including
partially nicked catenanes (CatB), are indicated. (B) top2-td
pRS314 cells were processed as in Fig. 1 but with the purified
DNA resolved in gels containing different concentrations of
chloroquine, as indicated. (C) Both cdc20-td pRS316 or cdc20-td
top2-td pRS316 cells were synchronously arrested in mitosis
using nocodazole to prevent formation of mitotic spindles.
Cdc20 (top) or Cdc20 and Top2 proteins (bottom) were then
degraded before washing off of nocodazole to allow mitotic
spindles to form. Purified DNA was analyzed in 2D chloro-
quine gels (12) to reveal the supercoiling distribution of the
monomer plasmids. A cartoon representation of how the plasmid
distribution relates to supercoiling status is shown (right).

































tively supercoiled CatC dimers or the positively
supercoiled CatC* dimers with different amounts
of recombinant topoisomerase II. Topoisomerase
II treatment of CatC dimers (nocodazole-arrested)
initially produced catenanes with progressively
slower electrophoretic mobilities. Resolved mono-
mers were only observed at relatively high en-
zyme concentrations (>20 units) (Fig. 3, A and
C). The kinetics that we observed are consistent
with topoisomerase II concurrently relaxing neg-
ative supercoils and decatenating the interplas-
mid links in CatC dimers, so that when the final
catenanes are resolved, only a small number of
supercoils remain on the monomer plasmids. In
contrast, the positively supercoiled CatC* plas-
mids (cdc20-arrested) were fully decatenated at
the lowest topoisomerase II concentration tested
(Fig. 3A). Decatenation of the CatC* dimers re-
quired one order of magnitude fewer units of
enzyme (Fig. 3, B and D). The CatC* catenanes
were resolved directly into highly supercoiled
monomers at low topoisomerase concentra-
tions, and we observed relaxation of the resultant
supercoiled monomers only after complete de-
catenation (Fig. 3B). Therefore, although positive
supercoiling of decatenated monomer plasmids
is rapidly followed by topoisomerase II relaxa-
tion, induction of positive supercoiling on cat-
enated plasmids drives topoisomerase II to resolve
any intermolecular catenated links before positive-
supercoil relaxation.
We surmised that kinetochore attachment may
indirectly induce topological change through ac-
tivation of centromere-associated complexes that
can modulate DNA topology. One such candi-
date complex is the condensin SMC2/4 complex
(13, 14). We asked whether SMC2 activity was
required for the positive supercoiling that charac-
terizes CatC* by assessing whether the transi-
tion from CatC to CatC* occurs in the condensin
smc2-8mutant background (15). DNA replication
in the absence of SMC2 and TOP2 function gen-
erated significant levels of CatC dimers (Fig. 4A).
However, no transition from CatC to CatC* could
be observed (Fig. 4A), despite the normal forma-
tion of mitotic spindles in this background (fig.
S7). Furthermore, Smc2 function was required
for the positive supercoiling of decatenated mono-
mer plasmids. Formation of mitotic spindles in
the top2-td strain with WT Smc2 function gen-
erated high levels of positive supercoiling in the
monomer plasmids (Fig. 4B, left panel). How-
ever, positively supercoiled plasmids could not
be observed when Smc2 function was disrupted
(Fig. 4B, middle panel). The absence of positive-
ly supercoiled monomers was not due to a lack
of functional spindles, because both the smc2-8
top2-td and top2-td cells had similar numbers of
cells undergoing anaphase and nuclear segrega-
tion after formation of mitotic spindles (Fig. 4B,
right panels). Thus, we conclude that Smc2 func-
tion is required for the mitotic positive-supercoiling
activity.
Fig. 3. CatC* cate-
nated plasmids are pref-
erentially decatenated
by topoisomerase II in
vitro. Catenated DNA en-
riched for CatC plasmids
(nocodazole-arrested) or
catenated DNA enriched
for CatC* plasmids (cdc20-
arrested) was treated in
vitro with recombinant
topoisomerase IIa, and
the products were ana-
lyzed on agarose gels.
Autoradiograms of blots
wheretheDNAwastreated
with 5 to 40 units [(A)
and (C)] or 1 to 10 units
of enzyme [(B) and (D)]
are shown. Products were
resolved in either na-
tive agarose [(A) and (B)]
or agarose containing
0.5 mg/ml EtBr [(C) and
(D)] to confirm that plas-
mids remained covalent-
ly closed during treatment.
5 × 10 −9 grams of puri-
















































































































































Extrapolating from our data and previously
proposed hypothetical models (10, 16) of how
SMC-mediated compaction may facilitate chro-
mosome decatenation, we propose a model for
how complete decatenation of the genome by
topoisomerase II is accomplished during mitosis
(outlined in fig. S8). Although Top2 can actively
remove catenations between sister chromatids
postreplication, residual catenanes are present at
the time of mitosis (hence, the observed require-
ment for Top2 at this stage of the cell cycle). We
propose that extensive positive supercoiling in-
duced by mitotic spindles and condensin gen-
erates a topology on catenated chromosomes
where intermolecular crossovers are isolated
from intramolecular crossovers with a geometry
that maximizes topoisomerase II decatenation
activity. Once the sister chromatids are fully de-
catenated, topoisomerase II rapidly relaxes the
positive supercoiling generated, returning the
intrachromosomal topology of the sister chroma-
tids to a state comparable to that observed before
the transition, except that now, crucially, all cate-
nated links have been removed.
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Fig. 4. Condensin SMC2 is required to positively supercoil plasmids during
mitosis. (A) smc2-8 top2-td pRS316 cells were processed as in Fig. 1 to assess
the electrophoretic mobility of the plasmid after disruption of both SMC2 and
TOP2 functions. (B) top2-td and smc2-8 top2-td cells were processed as in Fig.
2C to specifically disrupt TOP2 and SMC2 during the period when mitotic
spindles were formed in the cells after washing off of nocodazole and
anaphase entry. (Left) Autoradiograms of plasmid supercoiling in nocodazole
and 20 min after washing off are shown. Highly positively supercoiled mono-
mers are indicated by arrows. (Right) Histogram indicating nuclear mor-
phology of cells before and after nocodazole wash-off is shown.
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